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Polycomb proteins RING1A and RING1B are the E3 ligases of Polycomb Repressive 
Complex 1, responsible of H2A monoubiquitilation in lysine 119. This modification 
participate in transcriptional repression mediated by Polycomb group proteins needed for 
embryonic development and linage specification in cellular differentiation.  
By using mouse embryonic fibroblast and human cellular model of conditionally 
inactive E3 ligases (RING1A and RING1B), we characterize a new function of RING1 
proteins in DNA replication and in DNA damage response to replicative stress. In 
unperturbed cells, RING1 proteins deficiency causes slow elongation and fork stalling during 
DNA replication that is associated with the accumulation of mid and late S-phase cells. Signs 
of replicative stress and colocalisation of double-strand breaks with pericentromeric 
heterocromatic (PCH) domains were enriched in cells at mid S-phase, the stage at which PCH 
is replicated. Altered replication was rescued by targeted monoubiquitylation of PCH through 
methyl-CpG binding domain protein 1. We describe a defect in replication stress signaling by 
the checkpoint kinase ATR, and in fork stabilization pathway mediated by FANCD2. This 
alterations could be related to the novel interactions described in this work between RING1B 
and replisome components that participates in ATR activation, as well as with FANCD2.  
Moreover, the acute senescence associated with the depletion of RING1 proteins, which 
is mediated by p21 (also known as CDKN1a) upregulation, could be uncoupled from a 
response to DNA damage.  
We identify a dual RING1B function in promote heterochromatin replication dependent 
of RING1B ubiquitilation capacity and a relevant involvement in replicative stress signaling 
and response through a H2A ubiquitilation independent mechanism by which RING1B 
presence, even inactive, participates in ATR activation and replication fork stabilization. All 
together, in this work we provide mechanisms that allow us to extend RING1 proteins 
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En los organismos eucariotas, el DNA se encuentra asociado con proteínas histónicas y 
no histónicas formando una estructura altamente compactada en el núcleo celular llamada 
cromatina. Las histonas y el DNA forman la unidad estructural del genoma, los nucleosomas, 
esenciales para el almacenamiento y organización del material genético. El estado de 
compactación de las fibras de cromatina determinan la accesibilidad del DNA y tiene por 
tanto gran importancia para el establecimiento y mantenimiento de los distintos patrones de 
expresión que determinan el uso del genoma. Esta organización de la cromatina está regulada 
por modificaciones postraduccionales de las histonas, que incluyen acetilación, fosforilación, 
metilación o ubiquitinación. Basados en la distinta combinación de estas modificaciones se 
generan estados de cromatina transcripcionalmente activa o inactiva, pudiendo sufrir 
transiciones dinámicas entre ambos durante el proceso de diferenciación celular. Entre las 
modificaciones postraduccionales de histona se encuentran la trimetilación de la histona H3 
en la lisina 27 (H3K27me3) o la ubiquitinación de H2A en la lisina 119 (H2AK119Ub). 
Ambas modificaciones son dependientes del grupo de reguladores epigenéticos Polycomb, 
grupo al que pertenecen las proteínas de las que trata este trabajo, RING1A y RING1B.  
1. REGULADORES DE CROMATINA POLYCOMB 
Las proteínas del grupo polycomb (PcGs, Polycomb group) son reguladores 
epigenéticos que participan en la represión génica durante el desarrollo embrionario y 
diferenciación celular (Mohn et al 2008, Boyer et al 2006, Lee et al 2006, Bracken et al 
2006). Los genes PcG fueron inicialmente descritos como determinantes morfogenéticos en 
Drosophila melanogaster, de forma que mediante represión transcripcional de los genes 
homeóticos (Hox), determinaban el eje anteroposterior del organismo (Duncan 1982, Lewis 
1978). Su actividad represora se debe, en parte, a la generación de estructuras de cromatina 
inactivas en los promotores de sus genes diana gracias a modificaciones de histonas llevadas 
a cabo por proteínas con actividad enzimática. Además estos complejos presentan funciones 
represoras adicionales como la compactación de la cromatina (Eskeland et al. 2010; 





1.1 Complejos represores Polycomb 
Estudios bioquímicos revelaron que las proteínas Polycomb actúan formando dos 
complejos multiproteicos llamados Complejo Represor Polycomb 1 y Complejo Represor 
Polycomb 2 (Polycomb repressive complex, PRC1 y PRC2). En mamíferos, PRC2 contiene 
la metiltransferasa enhacer of zeste 2 (EZH2), o su homólogo EZH1, que pueden catalizar la 
mono-, di- y trimetilación en la lisina K27 de la histona H3 (H3K27me3), (Margueron et al. 
2008; Shen et al. 2008). A EZH1/EZH2 se une suppressor of zeste 12 (SUZ12), esencial para 
la actividad del complejo ya que interacciona con la región diana y los nucleosomas de 
alrededor regulando la actividad metiltransferasa (Schmitges et al. 2011). Además el 
complejo PRC2 cuenta con un módulo de unión a histonas formado por las proteínas EED y 
RBBP4 y una proteína adicional, AEBP2 que promueve la estabilidad del complejo (Ciferri 
2012; Schwartz and Pirrotta 2013). La modificación de la histona H3 mediada por PRC2 
puede actuar como sitio de unión de PRC1 a través de la(s) subunidad(es) CBX (chromobox 
protein) que porta un cromodominio capaz de reconocer la H3K27me3, generando un 
mecanismo de reclutamiento ordenado de PRC2 y PRC1 a sus genes diana. Las proteínas 
CBX, junto con uno de los seis miembros de la familia proteica Polycomb group RING finger 
(PCGF) y una proteína RING1, RING1A o su parálogo RING1B, conforman la parte central 





















Figura 1: Complejos represores Polycomb PRC1 y PRC2. Se muestran las proteínas centrales de cada complejo y 
sus funciones asociadas
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(H2AK119Ub) a través de la actividad E3 ubiquitín ligasa de RING1A y RING1B (Fang et 
al. 2004; Napoles et al.2004).  
1.2 Complejos PRC1 
La actividad enzimática de PRC1 reside en una E3 ligasa heterodimérica formada por 
proteínas que contienen un dominio RING: uno de los parálogos RING1, (RING1A o 
RING1B) y una proteína de las que forman la familia proteica Polycomb group of Ring-
Finger (PCGF) que actúa como cofactor positivo (Napoles et al.2004). A esta parte central del 
complejo, definida por la subunidad PCGF que contenga, se unen un número variable de 
otras proteínas (Gao et al. 2012; Gearhart et al. 2006; Levine et al. 2002; Ogawa et al. 2002; 
Sánchez et al. 2007). 
Así los complejos formados por PCGF2/MEL18 o PCGF4/BMI1 son nombrados como 
PRC1.2 y PRC1.4, respectivamente. Estos complejos son considerados PRC1 canónicos y 
característicamente contienen una o más proteínas de la familia CBX, que porta un 
cromodominio en el extremo amino terminal implicado en el reconocimiento y la unión de 
H3K27me3 (E. Bernstein et al. 2006; Fischle, Wang, and Allis 2003). Además, tanto PRC1.2 
como PRC1.4 contienen los parálogos Polyhomeotic (PHC1, PHC2, PHC3), proteínas con un 
dominio SAM (steril alpha motif) implicado en las interacciones proteína-proteína (Qiao and 
Bowie 2005) que participan en la represión mediada por Polycomb (Isono et al. 2013). 
PRC1 canónicos PRC1 no canónicos
PRC1.2; PRC1.4 PRC1.1 PRC1.6 PRC1.3; PRC1.5
PCGF2; PCGF4 PCGF1 PCGF6 PCGF3; PCGF5
RING1 RING1 RING1 RING1
PHC (1-3) RYBP/YAF2 RYBP/YAF2 RYBP/YAF2
CBX (2,4,7,8) BCOR HP1𝛾 CSNK2A





Tabla 2. Diversidad de complejos PRC1 en mamíferos. RING1 se refiere a los parálogos RING1A y RING1B. 
Extraído de Gao et al. 2012 
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La región en RING1B de unión a la subunidad CBX (Satijn et al. 1997; Schoorlemmer 
et al. 1997) coincide con la región a la que se une la proteína RYBP (RING1 and YY1-
binding protein) (García et al. 1999) y su parálogo Yaf2 (YY1-associated factor 2) (Kalenik et 
al. 1997), haciéndose mutuamente excluyentes en complejos PRC1. Esto podría explicar por 
qué otros complejos PRC1 (PRC1.1, PRC1.3, PRC1.5, y PRC1.6) presentan subunidades 
RYBP o YAF2 y no CBX (Gao et al. 2012) y son conocidos como complejos no canónicos. 
En estos complejos se ha visto, por ejemplo, la asociación de RING1B con KDM2B, una 
proteína de unión a DNA con actividad H3K36 demetilasa (PRC1.1) (Gearhart et al. 2006; 
Sánchez et al. 2007) o con el factor de transcripción E2F6 (Ogawa et al. 2002). En la tabla 2 
se muestra la composición de los distintos complejos PRC1. El hecho de que las subunidades 
PCGF presenten patrones solapantes de unión a DNA (Gao et al 2012) sugiere distintas 
funciones de los diferentes complejos PRC1, aunque la relevancia biológica de la diversidad 
de complejos PRC1 continúa bajo estudio. 
2. REGULACIÓN GÉNICA MEDIADA POR POLYCOMB 
Aunque el mecanismo por el cual las proteínas Polycomb regulan el uso del genoma 
está sin resolver, existen dos grandes mecanismos propuestos para la represión 
transcripcional mediada por Polycomb: a través de la regulación de la actividad de la RNA 
polimerasa II (RNA pol II) y mediante mecanismos de compactación de cromatina. 
!
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Pausa de la RNA pol II Compactación de cromatina
Bloqueo de la 
elongación de la 
transcripción
Región promotora Cuerpo del genTSS
Figura 2. Posibles mecanismos de represión génica mediada por PcG. Han sido propuestos dos mecanismos 
principales. El primero, relacionado con la interferencia de la actividad de la RNA pol II tanto a nivel de iniciación 
(promotores bivalentes) como a nivel de elongación de la transcripción a través de las marcas de histonas. Por otro lado, la 
compactación de cromatina mediada por proteínas Polycomb ha sido relacionada con el bloqueo de la accesibilidad de 
factores remodeladores de cromatina como SWI/SNF. Adaptado de Aranda, Mas, and Croce 2015.
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2.1 Regulación de la transcripción 
En los promotores, las secuencias CpG a las que se unen los complejos Polycomb están 
enriquecidas en H3K4me3 y H3K27me3, marcas relacionadas con “activación” y “represión” 
transcripcional respectivamente. La presencia de estos dos tipos de marcas, impide la 
iniciación de la transcripción manteniendo a la RNA pol II en un estado de pausa. Son 
conocidos como promotores bivalentes y muestran una reducida expresión en células 
pluripotentes. Sin embargo durante la diferenciación celular estos promotores retienen una u 
otra marca dependiendo del estado de activación del gen en el nuevo estadío de 
diferenciación (Azuara et al. 2006; B. E. Bernstein et al. 2006; Cui et al. 2009; Mikkelsen et 
al. 2007). De hecho, la inactivación de proteínas pertenecientes a PRC1 y PRC2 resulta en 
desrepresión de estos promotores (Boyer et al. 2006) pudiendo afectar a la capacidad de 
autorrenovación y pluripotencia de las células madre embrionarias (ESC) (Pasini et al. 2007, 
Shen et al 2008, Endoh et al 2008). 
La ubiquitinación de H2A también ha sido relacionada con la actividad de la RNA pol 
II. La pérdida de ubiquitinación de H2A tras la inactivación de las proteínas RING1, 
correlaciona con un incremento en la RNA pol II unida a los promotores regulados por PcG 
(Stock et al. 2007, Endoh et al. 2012). Además, la presencia de H2A ubiquitinada podría estar 
interfiriendo con la liberación del dímero H2A-H2B y por tanto interfiriendo con la 
elongación de la transcripción (Zhou 2008).  
2.2 Compactación de cromatina 
Estudios en Drosophila y en células de mamífero sugieren que tanto proteínas de 
componentes de PRC1 como de PRC2 podrían mediar la represión génica a través de 
mecanismos de compactación de cromatina (King et al. 2005, Margueron et al. 2008). En el 
caso de PRC1, ha sido mostrada la compactación in vivo en la represión de los genes Hox de 
células embrionarias: mediante técnicas de de fluorescencia por hibridación in situ (FISH) se 
observa que tras la eliminación de RING1B, los genes Hox de la periferia del grupo se 
activan y separan del centro que permanece compacto e inactivo (Eskeland et al. 2010). 
Además, el mecanismo por el cual RING1B media la compactación de cromatina podría ser 
independiente de su capacidad de ubiquitinación de la histona H2A (Eskeland et al. 2010, 
Illinworth 2015).  
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La compactación de cromatina ha sido propuesta como una forma de bloquear el acceso 
a factores remodeladores de cromatina como SWI/SNF (Levine et al. 2002, Francis et al.
2001), cuya acción es necesaria para la activación de la transcripción.  
3. RECLUTAMIENTO DE POLYCOMB A CROMATINA 
La asociación de los complejos Polycomb a sus genes diana viene determinada a través 
de mecanismos que implican proteínas de unión a DNA, RNAs no codificantes e 
interacciones con histonas presentes en la cromatina.  
3.1 Proteínas de unión a DNA 
Estudios funcionales en Drosophila melanogaster determinaron la existencia de 
secuencias de cientos de pares de bases de DNA capaces de reclutar complejos PcG llamadas 
elementos de respuesta Polycomb (PRE, Polycomb response elements) (Chan et al. 1994; 
Mihaly et al. 1998; Tillib et al. 1999). Estas secuencias se pueden encontrar kilobases 
corriente arriba o abajo del promotor diana, o en algunos casos cerca del sitio de comienzo de 
transcripción. El reclutamiento de complejos PcG a estas secuencias vendría mediada por 
factores transcripcionales de unión a DNA (Müller and Kassis 2006). En mamíferos no se 
conocen secuencias similares. Sin embargo, trabajos en células pluripotentes de mamíferos 
han determinado que PRC1 y PRC2 se unen preferentemente a regiones ricas en citosina y 
guanina sin metilar, (islas CpG) (Ku et al. 2008; Mikkelsen et al. 2007) en las regiones 
promotoras (Boyer et al. 2006; Lee et al. 2006), por lo que estas secuencias podrían funcionar 
como el equivalente de los PRE en mamíferos.  
En el caso de PRC1, su reclutamiento depende de la presencia de KDM2B, una proteína 
de unión a DNA que forma parte de uno de los complejos no canónicos con RING1B 
(PRC1.1). Esta proteína posee un dominio ZF-CxxC que puede unirse a las islas CpG sin 
metilar (He et al. 2013, Wu, Johansen, and Helin 2013, Farcas et al. 2012). Sin embargo 
KDM2B aparece unida en la mayoría de las CpG, no solo en las de los promotores diana 
(Wu, Johansen, and Helin 2013) sugiriendo la existencia de otro mecanismo adicional para el 
establecimiento de los dominios Polycomb.  
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La observación de la unión preferencial de los complejos PRC a las islas CpG, ha 
permitido la elaboración de un modelo de reclutamiento mediante el cual la asociación de 
Polycomb a las islas CpG de sus promotores diana dependería de un proceso de muestreo o 
“sampling” (Klose et al. 2013). Según este modelo, tanto la unión de PRC1 y PRC2, como de 
sus antagonistas, las proteínas del grupo Trithorax (TrxG) (Ringrose and Paro 2004) se 
unirían estocásticamente a islas CpG. Así, en ausencia de transcripción, las proteínas PcG que 
ocupan la cromatina se acumulan por bucles de refuerzo positivo, impidiendo las actividades 
de TrxG. Sin embargo en genes que se están transcribiendo se favorece la acumulación de 
TrxG antagonizando la función de los PRCs (Klose et al. 2013). 
3.2 RNAs no codificantes 
Otro mecanismo de reclutamiento vendría dado por la interacción con RNAs largos no 
codificantes (lncRNA, long non-coding RNA). Tal es el caso por ejemplo del lncRNA Xist (X 
inactive specific transcript), de cuya presencia depende el reclutamiento del PRC2 para 
inactivar un cromosoma X en mamífero durante el proceso de compensación de dosis 
(Kohlmaier et al. 2004, Leeb and Wutz 2007). Otro ejemplo es el del lncRNA HOTAIR (HOX 
transcript antisense RNA) expresado en el locus HOXC del cromosoma 12 humano, que 
parece funcionar en trans dirigiendo a PRC2 al locus HOXD en el cromosoma 2 (Rinn et al. 
2007). 
3.3 Marcas de histonas 
Algunas subunidades Polycomb poseen la capacidad de reconocer y unirse a marcas 
específicas en las histonas proporcionando un mecanismo de asociación o de repulsión del 
contacto con el nucleosoma. Tal es el caso de las subunidades de PRC1 que poseen un 
dominio cromobox, que son capaces de unir tanto in vivo como in vitro la marca H3K27me3 
(E. Bernstein et al. 2006; Fischle, Wang, and Allis 2003). En el caso de PRC2, la subunidad 
EED tiene la capacidad de unir la marca de histona que cataliza, H3K27me3, a través de su 
dominio WD40, estimulando un mecanismo de retroalimentación positiva que promovería la 




3.4 Relación entre PRC1 y PRC2 
Mediante un modelo de reclutamiento jerárquico de PRC1 y PRC2 descrito en D. 
melanogaster, el reclutamiento de novo de PRC2 a sus sitios diana, catalizaría la trimetilación 
de H3K27, a la que se uniría el PRC1 a través del cromodominio de la subunidad CBX, 
facilitando la monoubiquitinación de H2AK119. Basándose en la conservación de las 
proteínas CBX y la evidencia de que la unión de PRC1 es sensible a la pérdida de PRC2 
(Leeb et al. 2010; Tavares et al. 2012), este modelo ha sido ampliamente aceptado en 
mamíferos. Sin embargo, tanto subunidades PRC1 como la H2AK119Ub solo colocalizan 
parcialmente con sitios enriquecidos en PRC2 o H3K27me3 (Ku et al. 2008). Además la 
H2AK119Ub o el reclutamiento de RING1B al cromosoma X silenciado se ve poco afectada 
por la pérdida de H3K27me3 (Leeb et al. 2010; Schoeftner et al. 2006; Tavares et al. 2012). 
Estas observaciones apoyarían la existencia de una mecanismo de reclutamiento de PRC1 
alternativo. De hecho, descubrimientos recientes apuntan a un reclutamiento de PRC2 
dependiente de PRC1 y del reconocimiento de H2AK119Ub (Blackledge et al. 2014.). En 
este modelo alternativo, el evento inicial sería la unión a cromatina de una variante de PRC1 
que contiene RYBP en lugar de CBX, donde catalizaría la formación de H2AK119Ub 
independientemente de la actividad PRC2. A través de estudios in vitro, este nuevo 
mecanismo de reclutamiento parece tomar parte en la represión de sitios diana naturales ya 
que la falta de PRC1 y H2AK119Ub causa una disminución sustancial de la unión de PRC2 a 
lo largo del genoma. Estudios in vitro han identificado además un tipo de complejo PRC2 que 
contiene las proteínas JARID y AEBP2, que se une preferentemente a cromatina que posee la 
marca H2AK119Ub (Kalb, Latwiel, et al. 2014), catalizando la formación de H3K27me3, 
proporcionando así un posible nexo entre la actividad de PRC1 y el reclutamiento de PRC2.  
4. RING1A Y RING1B, LAS PROTEÍN LIGASAS QUE 
DEFINEN PRC1 
RING1A y RING1B fueron identificadas en estudios de los complejos PcG en 
mamíferos mediante ensayos de doble híbrido en levaduras por su capacidad de interacción 
con el dominio de represión transcripcional de M33/CBX2 (Schoorlemmer et al. 1997). El 
cDNA aislado de Ring1A resultó ser idéntico al producto de uno de los genes conocidos como 
“Really INteresting New Genes”, tránscritos identificados en el complejo mayor de 
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histocompatibilidad (Hanson et al. 1991; Lovering et al. 1993; Saurin et al. 1996). 
Contrariamente a lo sucedido con el resto de subunidades PcG, la caracterización de RING1A 
y RING1B tuvo lugar en vertebrados antes de la caracterización de sus homólogos SCE en 
Drosophila (Fritsch, Beuchle, and Müller 2003; Gorfinkiel et al. 2004).  
Los genes Ring1A y Ring1B codifican proteínas de 406 y 336 aminoácidos 
respectivamente, presentando un 67% de identidad entre ellas (Schoorlemmer et al. 1997). La 
comparación de ambas proteínas reveló dos dominios proteicos conservados. El primero se 
encuentra en el extremo amino terminal, que contiene una región rica en residuos de cisteína 
conservada en otras muchas proteínas al que se denominó RING finger (Lovering et al. 
1993). Este dominio consta de tres láminas beta antiparalelas, una alfa hélice y dos bucles de 
unión a Zn2+, necesarios para su correcto plegamiento (Borden 2000). El segundo dominio 
contiene dos regiones de identidad de las proteínas RING1 que forman el llamado dominio 
RAWUL (por Ring-finger And WD40 associated Ubiquitin-Like) (Sanchez-Pulido et al. 
2008). Este dominio constituye una región esencial para la unión a otras subunidades PcG 
como CBX y RYBP (Schoorlemmer et al. 1997; Garcia et al. 1999) 
4.1 Ubiquitinación mediada por RING1A y RING1B 
La ubiquitinación de proteínas es llevada a cabo a través de una cascada enzimática 
formada por las enzimas E1, E2 y E3. Mediante un proceso secuencial la E1 activa y 
transfiere la ubiquitina a la E2 conjugadora, tras lo cual, de forma dependiente de la E3, la 
ubiquitina se une a un residuo de lisina de la proteína diana. La familia de las proteínas E3 
ligasas RING, a la cual pertenecen RING1A y RING1B de PRC1, sirven de unión entre la E2 
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Figura 3. Esquema de las proteínas RING1. En colores se muestran los dominios de homología. Los números 
representan los residuos de aminoácido del extremo amino al carboxilo. 
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y la proteína a ubiquitinar, de forma que acercan el residuo de lisina diana al sitio activo de la 
E2, permitiendo la catálisis (Kerscher et al. 2006). El dominio RING de las proteínas 
RING1A y RING1B está implicado en la unión de la E2 ligasa, y es el responsable de la 
actividad E3 ligasa de H2A del complejo PRC1. Este dominio se encuentra también en 
proteínas PCGF que actúan como cofactores de la reacción de ubiquitinación, por lo que la 
E3 ligasa de PRC1 funciona como una ligasa heterodimérica, formada por uno de los 
parálogos RING1 junto con una proteína PCGF (Napoles et al.2004).  
Aunque la E2 ligasa con la que interacciona PRC1 no está identificada in vivo, el 
dímero E3 ligasa RING1B-BMI1 puede interaccionar in vitro con varias E2 ligasas entre las 
que se encuentra UbcH5c (Buchwald et al. 2006). La ubiquitinación mediada por PRC1 se 
restringe a la lisina 119 de la histona H2A (H2AK119Ub). La resolución de la estructura 
cristalográfica del complejo nucleosoma con RING1B-BMI1 y la E2 ligasa UbcH5c, 
determinó que la especificidad de ubiquitinación del residuo 119 de H2A se debe a la 
conformación que adquieren los RING fingers de RING1B-BMI1 y la E2 sobre la superficie 
del nucleosoma. Así la orientación precisa de la E2 viene dada por la unión de RING1B-
BMI1 al parche ácido del nucleosoma, determinando que solo la lisina 119 quede lo 
suficientemente cerca del centro activo de la E2 para ser ubiquitinado. (McGinty, Henrici, 
and Tan 2014).  
La ubiquitinación de H2A se ha relacionado con represión transcripcional, ya que 
mutaciones en RING1B causan la pérdida de H2AK119Ub y la pérdida de represión de los 
genes Hox (Cao, Tsukada, and Zhang 2005; Wang et al. 2004). Del mismo modo, la 
ubiquitinación de un cromosoma X en las hembras de mamíferos participa de su 
silenciamiento durante el proceso de compensación de dosis génica (Napoles et al. 2004; 
Fang et al. 2004). Además, la inactivación de enzimas deubiquitinasas específicas de H2A, 
como Usp16, resulta en represión transcripcional (Gu et al. 2015) y aumento de los niveles de 
H2AK119Ub en los nucleosomas próximos al promotor (Zhu et al. 2007). El balance entre la 
actividad de la E3 ligasa de PRC1 y las deubiquininasas de H2A determina la rápida 
dinámica de la modificación, como demuestra la ausencia casi total de ubiquitina tras un 
tratamiento con un inhibidor de la actividad E3 ligasa de RING1B (Alchanati, 2009). 
Sin embargo, existen evidencias de represión génica independiente de ubiquitinación de 
H2A. Tal es el caso del estudio de los genes Hox en células madre embrionarias de ratón, en 
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el que la represión génica se daría mediante un proceso mediado por RING1B en 
compactación de cromatina, independientemente de la ubiquitinación de H2A (Eskeland et al. 
2010). 
Además de su capacidad de ubiquitinar H2A, RING1B se encuentra en su forma activa 
en un estado de auto-ubiquitinación (Ben-Saadon et al. 2006) ya que cuando es ubiquitinado 
por otras E3 ligasas externas se destina a degradación proteosomal (Zaaroor-Regev et al. 
2010). El residuo de auto-ubiquitinación coincide con el residuo que se ubiquitina por otras 
ligasas, lo que hace que ambas modificaciones sean mutuamente excluyentes. Así, la 
estabilidad o degradación de RING1B viene determinada tanto por la abundancia de E3 
ligasas como de la del mismo RING1B (Nguyen et al. 2011).  
4.2 Funciones transcripcionales de RING1A y RING1B 
La generación de los linajes celulares durante el desarrollo embrionario y el 
mantenimiento de los tejidos en el organismo adulto dependen de la capacidad de 
autorrenovación de células madre embrionarias y adultas (Weissman 2000). La 
autorrenovación combina la habilidad de proliferar con la conservación de la pluripotencia, 
permitiendo el desarrollo y el reemplazamiento celular en determinados tejidos adultos 
(Morrison and Kimble 2006). Por tanto la homeostasis celular depende de un adecuado 
balance entre la autorrenovación de las células madre, la regulación de su proliferación y 
diferenciación terminal (Molofsky and Pardal 2004). El potencial de desarrollo es máximo en 
las células madre embrionarias, mientras que en las fetales o de tejidos adultos dan, en 
general, un número más reducido de tipos celulares (Weissman 2000, Mimeault 2006).  
Se ha descrito la participación de PcG en el mantenimiento de la capacidad de 
autorrenovación y pluripotencia tanto en células madre adultas como embrionarias, aunque 
los genes diana varían en cada etapa. Así, la regulación génica mediada por PcG otorga a 
cada tipo celular su identidad mediante el control de la expresión de genes de proliferación y 





4.2.1 Desarrollo embrionario y mantenimiento de células madre 
Las proteínas PcG, incluyendo RING1A y RING1B, participan en la especificación del 
eje antero-posterior de los individuos durante el desarrollo embrionario (Duncan 1982, Lewis 
1978). Ambos parálogos presentan redundancia funcional, como se demuestra en estudios 
con células neurales embrionarias (Román-Trufero et al. 2009) o los embriones 
preimplantacionales (Posfai et al. 2012). De la misma manera, aunque los niveles globales de 
H2AK119Ub se ven afectados por la inactivación de cualquiera de los dos parálogos, solo se 
reducen drásticamente cuando ambos son inactivados (Napoles et al. 2004). Sin embargo, 
RING1A y RING1B presentan redundancia asimétrica entre ellos, ya que la inactivación 
constitutiva de Ring1A en ratón va acompañada de alteraciones del desarrollo compatibles 
con la formación de tejidos y la vida adulta (del Mar Lorente et al. 2000), mientras que la 
inactivación génica de Ring1B resulta en un fenotipo de letalidad desde muy temprano en la 
embriogénesis (Voncken et al. 2003). 
Las proteínas PcG actúan como reguladores de la capacidad de autorenovación, y por 
tanto de su manteniendo tanto en células madre embrionarias como fetales (Valklingbeek 
2004). Tanto RING1A como RING1B participan en la represión de numerosos genes de 
desarrollo (Leeb and Wutz 2007; Endoh et al. 2008). Sin embargo, la deficiencia de RING1A 
altera levemente los patrones de expresión comparado con la deficiencia de RING1B, de 
forma comparable a la diferencia de magnitud del fenotipo en embriogénesis (del Mar 
Lorente et al. 2000). Cuando se eliminan ambos homólogos se produce una mayor 
desrepresión de sus genes diana provocando una diferenciación espontánea asociada a una 
falta de proliferación (Endoh et al. 2008). Además, en ausencia de RING1B se produce una 
diferenciación neuronal prematura de las células madre neurales, lo que apoyaría la evidencia 
de la participación de las proteínas RING1 al mantenimiento de las células madre impidiendo 
su diferenciación (Román-Trufero et al. 2009). 
4.2.2 Relación de RING1A y RING1B con ciclo celular y transformación tumoral 
La inactivación de RING1B produce fenotipos combinados de diferenciación y 
proliferación celular. Este último, relacionado con la capacidad de las proteínas RING1 para 
reprimir la expresión de inhibidores de progresión de ciclo celular que impiden la actividad 
de las kinasas dependientes de ciclina (CDKs, cyclin dependent kinase). Tal es el caso de los 
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inhibidores codificados por el locus Ink4/Arf (Bracken et al. 2007; Calés et al. 2008;). De 
hecho, existe evidencia de correlación entre la unión de RING1B y otras proteínas PcG al 
promotor del locus Ink4/Arf, y su represión (Gil and Peters 2006, Maertens et al. 2009). Los 
supresores tumorales codificados por esta región son p16Ink4a y p19Arf, ambos implicados en 
en el punto de control de ciclo de la transición G1/S, a través de la ruta mediada por 
retinoblastoma (Rb). Este locus aparece frecuentemente silenciado por metilación de DNA en 
distintos tipos de cancer. De acuerdo con esto, los niveles de RING1A y RING1B, así como 
de otras proteínas PcG aparecen aumentados en varios tipos de tumores (Sanchez-Beato et al 
2004 y 2006, Dukers et al. 2004, van Leenders et al. 2007), asociado con un pronóstico 
desfavorable en tumores humanos (Glinsky et al 2005).  
4.3 Funciones no transcripcionales de RING1A y RING1B 
Análisis proteómicos de complejos que contienen RING1B han identificado gran 
número de proteínas no pertenecientes a PcG asociadas a RING1B (Sánchez et al. 2007) 
sugiriendo la existencia de funciones adicionales de las proteínas RING1 en función de las 
proteínas con las que forme complejo. La ubiquitinación de H2A desempeña funciones tanto 
en represión transcripcional (Cao, Tsukada, and Zhang 2005; Wang et al. 2004) como en 
señalización de daño a DNA (Bergink et al. 2006; Nicassio et al. 2007; Doil et al. 2009), 
abriendo la posibilidad de que la E3 ligasa de PRC1 esté implicada en la respuesta de daño a 
DNA. Esta hipótesis ha sido demostrada por diversos laboratorios, que describen una 
participación de proteínas pertenecientes a PcG en la respuesta de daño a DNA o DDR (DNA 
damage response). Se ha observado que existe un reclutamiento de subunidades Polycomb, 
incluidas RING1A y RING1B, junto con su cofactor BMI1 a roturas inducidas mediante 
irradiación (Chou et al. 2010; Ginjala et al. 2011), participando probablemente en la 
señalización primaria de la respuesta y su posterior amplificación (Lukas et al. 2011; Vissers 
et al. 2012; Bergink et al. 2006). De hecho, RING1B y BMI1 han sido implicados en la 
monoubiquitinación de 𝛾H2AX, como un paso previo al ensamblaje y reclutamiento de 
proteínas de daño a DNA (Pan et al 2011; Ginjala et al. 2011). Sin embargo el mecanismo 
subyacente no está claro, debido a la existencia de evidencias contradictorias: por ejemplo, en 
el caso de BMI1 su reclutamiento ha sido descrito tanto dependiente como independiente de 
la actividad de poly(ADP-ribosyl) polymerase (PARP) (Chagraoui et al. 2011; Ginjala et al. 
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2011). Probablemente la causa de las discrepancias descritas se deban a la participación a 
través de distintos mecanismos dependientes de contexto.  
De manera consistente con la existencia de funciones no transcripcionales de RING1B, 
la inactivación conjunta de Ink4a/Arf y Ring1B, no restaura la letalidad embrionaria 
provocada en ausencia de RING1B (Voncken et al. 2003). De hecho, se han observado 
defectos durante la replicación de DNA en embriones de dos células (Posfai et al. 2012) y 
fibroblastos embrionarios inmortalizados (Piunti et al. 2014) deficientes en RING1A y 
RING1B. Además, durante la elaboración de esta tesis se publicó un trabajo que muestra 
perfiles proteómicos en cromatina naciente o en cromatina madura en los que aparecen las 















1. Caracterizar la actividad de las proteínas RING1 en progresión de ciclo 
celular. 
2. Establecer un modelo celular que permita estudiar, en condiciones basales de 
cultivo, el papel de RING1 en la replicación y el daño a DNA asociado al proceso. 
3. Investigar la participación de RING1 en la sensibilidad y la respuesta al daño 


















1. CULTIVOS Y TRATAMIENTOS CELULARES 
1.1 Fibroblastos embrionarios 
Los fibroblastos embrionarios (MEFs) fueron derivados de embriones de ratón a día 
13,5 post-coital provenientes de las líneas murinas indicadas en cada caso. Para ello, tras 
remover las vísceras y la cabeza, el tejido embrionario fue disgregado durante 45 minutos a 
37ºC con tripsina 0.05%-EDTA (Invitrogen). Las células resultantes fueron amplificadas en 
medio DMEM (Invitrogen) suplementado con 10% de suero fetal bovino (FBS) y 
antibióticos, para su posterior congelación a -80ºC. Los MEFs fueron derivados de ratones 
Ring1A-/-, Ring1Bf/f, Polr2a:Cre-ERT2. Para los experimentos en los que se usaban 
fibroblastos deficientes en CDKN2a,b, la línea murina anterior fue cruzada con ratones 
Ink4ab−/− (Krimpenfort et al. 2007). Los MEFs fueron cultivados en medio DMEM 
suplementado con 10% de suero fetal bovino (FBS) y antibióticos en una atmósfera de 5% 
CO2. Para la inactivación in vitro de RING1B, los MEFs se siembran a tiempo 0, 24 horas 
después se añade al cultivo 10 µM de 4-hidroxitamoxifeno (4’-OHT) diluido en etanol 
(EtOH). El tratamiento con 4’-OHT induce la translocación al núcleo de la recombinasa Cre-
ER, que se encuentra inactiva en el citoplasma. Como control del sistema se usaron MEFs 
tratados sólo con EtOH. Después de 16 horas, se reemplaza el medio con EtOH/4’-OHT por 
medio fresco. La inducción de estrés replicativo en MEFs se realizó mediante la adición al 
cultivo de 2 mM hidroxiurea (HU) durante una hora en todos los casos, a excepción de la 
detección de RAD51 en recombinación homóloga, donde fue 2 mM HU durante 24 horas. 
1.2 Líneas celulares establecidas 
- Células HeLa: línea celular inmortalizada derivada de epitelio de adenocarcinoma de 
cérvix humano. La inducción de estrés replicativo en estas células se realizó con tratamientos 
de 4 mM HU durante una hora.  
- Células HEK293T: línea celular derivada de epitelio de riñón embrionario humano. 
Estas células expresan constitutivamente el antígeno Large T del virus 40 de simios (SV40).  
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- Células 293T PlatinumE: línea celular empaquetadora de retrovirus basada en la línea 
293T. Estas células portan los genes gag, pol y env que codifican para la estructura viral bajo 
el control del promotor EF1α (Morita, Kojima, and Kitamura 2000) 
- Células 293T BirA-bioRING1B: Es un transfectante estable generado en el 
laboratorio. En primer lugar las células fueron transfectadas con un plásmido que expresa 
BirA, una  biotín ligasa de Escherichia coli. Cuatro de estas líneas fueron transfectadas con 
un segundo plásmido que contiene el cDNA de RING1B extendido con secuencias que 
codifican un péptido de 23 aminoácidos biotinilable fusionado a su extremo N-terminal. Una 
de las poblaciones así generadas fue seleccionada por su grado eficiente de biotinilación de 
RING1B que se expresa a niveles comparables a los del gen endógeno.  
Las líneas celulares descritas anteriormente han sido crecidas en medio DMEM 
suplementado con 10% de suero fetal bovino (FBS) y antibióticos en una atmósfera de 5% 
CO2 a 37ºC. 
2. ANALISIS DE LA PROLIFERACIÓN, REPLICACIÓN Y 
VIABILIDAD CELULAR 
2.1 Curva de acumulación celular 
Para la realización del ensayo de acumulación de células, fueron sembradas a día 0 a 
una densidad que permitiera un crecimiento exponencial durante todo el experimento (sin 
alcanzar confluencia). Para ello 8x104 células fueron sembradas en placas de 6 cm por 
duplicado y tripsinizadas para su contaje cada 2 días hasta alcanzar el día 10 de cultivo.  
2.2 Marcaje de células replicativas 
El análisis de la replicación se realizó mediante la adición del análogo de timidina 5-
etinil-2'-desoxiuridina (EdU) que se incorpora al DNA durante la síntesis (Salic 2008). Las 
células fueron sembradas en placas 6 cm sobre cubrecristales a una densidad de 105 células 
por placa. Tras el tratamiento correspondiente con EtOH/4’-OHT las células fueron pulsadas 
con 10 µM EdU durante el tiempo indicado en cada caso. 
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2.3 Análisis bidimensional del ciclo celular 
Las células fueron pulsadas in vivo con 10 µM EdU durante 10 minutos, fijadas con 
EtOH al 70% y mantenidas durante la noche a -20ºC. Al día siguiente, las células fueron 
lavadas tres veces en PBS y procesadas según el protocolo de detección de EdU, Click-iT 
Alexa Fluor 647 para citometría de flujo. Posteriormente se añadió el intercalante de DNA 
yoduro de propidio a una concentración de 5 µg/ml para la tinción del DNA. Las células 
fueron entonces adquiridas en un citómetro FACS Canto (Becton Dickinson). Los datos se 
analizaron usando el software FlowLogic (Inivai Technologies). 
2.4 Medida de la apoptosis 
Las fracción de células apoptóticas fue cuantificada mediante el Kit de detección de 
apoptosis Anexina V conjugada con el fluorocromo FITC (fluoresceína-5-isotiocianato, 
Bender MedSystems). Tras 48 horas de tratamiento con EtOH/4’-OHT las células fueron 
tripsinizadas, lavadas una vez en PBS seguido de otro lavado en buffer de unión. Después, 
0.1 ml de células a una concentración de 1x106/ml fueron incubadas 10 minutos a 
temperatura ambiente en buffer de unión conteniendo 5 µl de Anexina V-FITC. Tras los 
lavados, 5 µl de solución de teñido con yoduro de propidio fue añadida a las células para su 
posterior adquisición con el citómetro FACS Canto (Becton Dickinson). Los datos fueron 
analizados usando el software FlowLogic (Inivai Technologies). También se cuantificó la 
apoptosis mediante inmunofluorescencia usando un anticuerpo anti-Caspasa 3 activa 
(Promega). 
3. ENSAYOS DE COMPLEMENTACIÓN CELULAR E 
INACTIVACIÓN DE Cdkn1a/p21 
3.1 Plásmidos utilizados 
Los vectores retrovirales fueron basados en el plásmido pMSCV en el que los cDNAs 
de RING1B silvestre o mutantes fueron subclonados corriente abajo del promotor del virus de 
células madre murinas (MSCV LTR, murine stem cell virus long terminal repeat). El mutante 
de RING1B de actividad E3 ligasa (IL53,55A,A; ∆E3) y el que presenta una deleción de 33 
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aminoácidos en el extremo amino terminal (∆1-33) fueron generados mediante PCR, de tipo 
solapante en el caso del ∆E3, y posteriormente secuenciados. 
Los plásmidos de inactivación lentiviral de las proteínas RING1 fueron basados en el 
plásmido pLKO (expresión constitutiva de los shRNAs de RING1A y controles) o en el 
plásmido pTRIPZ de expresión inducible por doxiciclina (shRNA de RING1B y plásmidos de 
sobreexpresión de mutantes de RING1B). El plásmido shRNAmir (microRNA-adapted 
shRNA) de RING1B fue obtenido de Thermo Scientific. La expresión de este plásmido 
genera un shRNA cuya diana se encuentra en la región 3’-UTR del mRNA de RING1B. Para 
los ensayos de complementación la secuencia codificante de la proteína reportera TurboRFP 
del plásmido shRNAmir de RING1B fue intercambiado por los cDNAs de los mutantes de 
RING1B. 
Los cDNAs de las proteínas de fusión MBD1-RB fueron obtenidos de S. Cooper 
(Cooper et al. 2014). 
Para la inactivación de Cdkn1a/p21, se usó el plásmido lentiviral FUGW-H1 (Fasano et 
al. 2007) 
3.2 Obtención de partículas virales 
Las partículas retrovirales fueron obtenidas mediante transfección en células 
empaquetadoras 293T-PlatinumE con plásmidos basados en pMSCV. Brevemente, las 
transfecciones se realizaron sobre 3x106 células en placas de 10 cm con 10 µg de plásmido 
acomplejado con el reactivo de transfección Turbofect (Thermo Scientific). Para la 
generación de partículas lentivirales, 7.5 µg del plásmido de interés fue co-transfectado en 
células HEK293T con 4.8 µg de plásmido empaquetador psPAX2 y 2.6 µg del plásmido de 
envuelta pMD2G (plásmidos Addgene # 12260 y 1259, respectivamente). Para ambos tipos 
de virus, los sobrenadantes virales fueron recogidos 48, 60 y 72 horas después de la 
transfección, y después de filtrarlos a través de una membrana de PVDF 0.45 µm, fueron 




3.3 Transducción celular 
Las células fueron crecidas en cubrecristales a una densidad de 1x105 células en una 
placa de 6 cm (MEFs) o a 5x106 células en una placa de 10 cm (células HeLa). Ambos tipos 
celulares fueron incubados con los sobrenadantes virales diluidos 1:2 en medio fresco con 
polibreno a una concentración de 4 µg/ml. El medio viral fue sustituido con medio fresco 16 
horas después. En el caso de MEFs, al día siguiente el medio es reemplazado por medio de 
selección con 1.1 µg/ml de puromicina para después de 48 horas, ser tratadas con EtOH y 4'-
OHT. En el caso de las células HeLa tras la retirada del medio viral, fueron seleccionadas 
durante 96 horas con medio conteniendo blasticidina (5 µg/ml), o medio con blasticidina y 
puromicina (5 µg/ml y 3 µg/ml respectivamente). Las células transducidas con virus pTRIPZ 
fueron entonces tratadas con medio con doxiciclina (2 µg/ml) durante las 48 horas previas al 
análisis.  
4. INMUNOFLUORESCENCIA 
4.1 Procesamiento de las muestras 
Las células fueron crecidas en cubrecristales y tras el tiempo indicado en cada caso, 
fijadas en 4% parafolmaldehido (PFA) durante 15 minutos, permeabilizadas en 0.5% Triton 
X-100 en Tween20-PBS (TPBS) y bloqueadas durante 30 minutos en TPBS con 10% suero 
de cabra y 1% gelatina de piel de pez de agua fría (Sigma) (buffer de bloqueo). Para el 
análisis de proteínas de replicación, las células fueron pre-extraídas para la eliminación de 
proteínas solubles, en 10 mM Pipes, pH 7.4; 100 mM NaCl; 300 mM sacarosa; 3 mM MgCl2 
conteniendo 0.5% (v/v) Triton X-100 durante 5 minutos, antes de la fijación con PFA.  
Los cristales fueron incubados con los anticuerpos primarios (Tabla 1) indicados en 
cada caso diluidos en buffer de bloqueo durante 1 hora a temperatura ambiente o a 4ºC toda 
la noche. Después de tres lavados en TPBS, los cristales fueron incubados con los anticuerpos 
secundarios conjugados con fluorocromos Alexa (Alexa Fluor 488, 568 o 647) durante 1 hora 
a temperatura ambiente. Después de tres lavados en TPBS, el DNA fue teñido con DAPI 
diluido en TPBS durante 5 minutos, y después de un lavado adicional fueron montados en 
portaobjetos usando medio de montaje Mowiol (Calbiochem).  
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Para la detección de la incorporación de los análogos de timidina 5-etinil-2'-
desoxiuridina (EdU) y 5-yodo-2'-desoxiuridina (IdU), las células fueron pulsadas con 10 µM 
EdU y/o 25 µM IdU durante los tiempos indicados en cada experimento y fijados en 4% PFA 
durante 15 minutos. La presencia de EdU fue analizada mediante el kit de análisis Click-iT 
EdU Alexa Fluor 488 o 647 (Life Technologies) según las instrucciones del fabricante. Esta 
técnica de detección está basada en una reacción de click (Breinbauer 2003, Wang 2003), 
reacción covalente catalizada por cobre entre una azida y una alquina. En esta aplicación, el 
grupo alquina lo contiene el EdU, mientras que el grupo azida está presente en el fluorocromo 
Alexa-fluor. Las ventajas de esta técnica con respecto al uso del análogo de nucleótidos 
BrdU, radican en el pequeño tamaño del fluorocromo-azida, que hace innecesario la 
desnaturalización del DNA para la detección del análogo de timidina.  
La tinción de IdU fue realizada después de 15 minutos en 4% PFA, una 
permeabilización en 0.5% Triton X-100 y desnaturalización del DNA en 2 M HCl durante 20 
minutos. En los experimentos de pulso y caza EdU-IdU la tinción de IdU fue previa a la 
detección del EdU.  
4.2 Adquisición y análisis de imagen 
Las imágenes de fluorescencia fueron tomadas usando una cámara digital Leica DFC 
350 FX CCD montada sobre un microscopio invertido Zeiss Axioplan. Las imágenes 
adquiridas de cada experimento fueron tomadas a iguales tiempos de exposición y se 
analizaron cuantitativamente usando el software ImageJ (Wayne Rasband, National Institutes 
of Health, USA). Todas las imágenes mostradas son representativas de cada caso y pseudo-
coloreadas de acuerdo con la longitud de onda de emisión de cada fluoróforo.  
Las imágenes confocales fueron adquiridas usando un microscopio LEICA TCS-SP5-
AOBS con un objetivo de aceite de inmersión de 63x HCX PL APO. Para el análisis de estas 
imágenes los núcleos fueron delineados usando el DAPI como referencia y copiados al 
correspondiente canal de fluorescencia. Los núcleos fueron contados y se realizaron medidas 
de intensidad de fluorescencia o de número de puntos por núcleo. El fondo o ruido de las 
imágenes fue determinado en preparaciones sin anticuerpo primario y la señal obtenida fue 
restada de la imagen a analizar, de forma que solo se cuantificara la "señal verdadera" 
!38
Materiales y métodos
mediante la herramienta "Find maxima" del software ImageJ. Para los análisis de 
colocalización, al menos 5 planos confocales-Z por célula adquiridos cada 0.5 µm fueron 
analizados usando LAS AF software (Leica). 
5. ANÁLISIS DE FIBRAS DE DNA 
Este tipo de análisis estudia la replicación del DNA a nivel molecular a escala genómica 
analizando fibras de DNA individuales. Permite medir la velocidad de síntesis de del DNA, la 
asimetría presente en los orígenes de replicación y la distancia entre ellos, dando información 
además acerca de los eventos de iniciación (figura 4).  
Para este análisis, 48 horas después de la adición de 4'-OHT al cultivo, los MEFs fueron 
pulsados con los análogos de timidina IdU (25 µM) y CldU (200 µM) durante los tiempos 
indicados en cada experimento. Se prepararon bloques de agarosa con 4x104 células por 
bloque, y las fibras de DNA fueron inmediatamente extraídas tras los pulsos y estiradas sobre 
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Figura 1: Principios del análisis dinámico de la replicación. (A) Esquema del protocolo usado para el doble pulso 
en horquillas de replicación de cultivos asíncronos. (B) La sucesión de pulsos de IdU y CldU permite la identificación de 
orígenes replicando o eventos de iniciación. Las flechas verdes y rojas corresponden a DNA de nueva síntesis marcado con 
IdU o CldU respectivamente. Se muestran ejemplos de fibras de DNA con los distintos patrones de iniciación. Azul: DNA; 




cubrecristales silanizados. Las moléculas de DNA fueron teñidas con un anticuerpo anti DNA 
de cadena sencilla (MAB3034, Chemicon; 1/500) y una IgG anti-ratón acoplada a Alexa 547 
(A11030, Molecular Probes, 1/50). El CldU y el IdU fueron detectados con BU1/75 (AbCys, 
1/20) y BD44 (Becton Dickinson, 1/20) anticuerpos anti BrdU. Las fibras de DNA fueron 
analizadas en un microscopio Leica DM6000 equipado con una cámara DFC390 (Leica). La 
adquisición de los datos se realizó con el software LAS AF (Leica). 
6. INMUNOPRECIPITACIÓN DE CROMATINA Y qPCR 
La cromatina de MEFs fue entrecruzada mediante la incubación de las células en 1% 
formaldehído durante 15 minutos seguido de su neutralización con 0.125 M glicina. Después 
de 3 lavados con PBS, las células fueron levantadas y resuspendidas en buffer LB1 (50 mM 
Hepes, pH 7.4; 140 mM NaCl; 1 mM EDTA; 10% glicerol; 0.5% NP40; 0.25% Triton 
X-100). Después de 5 minutos de incubación en este buffer, las células fueron centrifugadas a 
1350 x g durante 5 minutos y los pellets fueron resuspendidos en buffer LB2 (10 mM Tris-
HCl, pH 8; 200 mM NaCl; 1 mM EDTA; 0.5 mM EGTA), incubados a 4ºC, 5 minutos y 
centrifugados a 1350 x g durante 5 minutos. Los pellets fueron resuspendidos en buffer LB3 
(10 mM Tris-HCl, 100 mM NaCl, 1mM EDTA, 0.1% deoxicolato, 0.5% laurilsarcosina) y 
después de 25 minutos de incubación a 4ºC fueron sonicados durante 4 ciclos de 30 segundos 
a alta intensidad (Bioruptor, Diagenode). Los lisados sonicados fueron centrifugados 10000 x 
g por 10 minutos. 100-200 µg de cromatina fueron incubados con los anticuerpos indicados 
durante la noche. Al día siguiente los inmunocomplejos fueron aislados mediante su unión a 
15 µl de suspensión de bolas paramagnéticas de proteína G (Life Technologies), bloqueadas 
previamente en 0.5% BSA (p:v) en PBS, durante 2 horas en rotación a 4ºC. La cromatina 
inmunoprecipitada fue lavada 2 veces en un buffer de baja sal (20 mM Tris-HCl, pH 8.1; 150 
mM NaCl; 2 mM EDTA; 1% Triton X-100; 0.1% SDS), una vez en alta concentración de sal 
(20 mM Tris-HCl, pH 8.1; 500 mM NaCl; 2 mM EDTA; 1% Triton X-100; 0.1% SDS) y una 
vez más en buffer de LiCl (10 mM Tris-HCl, pH 8.1; 250 mM LiCl; 1 mM EDTA; 1% 
deoxicolato; 1% NP-40). Para la elución del inmunoprecipitado, La proteína G fue hervida a 
100ºC en 50 mM Tris-HCl, pH 8.1; 10 mM EDTA; 1% SDS, durante 5 minutos y la 
cromatina eluída fue incubada durante la noche con 200 mM NaCl a 65ºC. Después de un 
tratamiento con RNasa y proteinasa K el DNA fue aislado mediante extracción con fenol/
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cloroformo y precipitación en etanol para la amplificación de DNA de satélite mayor 
mediante PCR cuantitativa a tiempo real (oligonucleótidos utilizados, Tabla 2). El 
enriquecimiento fue calculado por el método ∆∆Ct usando como control la misma cantidad 
de DNA obtenida de una muestra de cromatina sin anticuerpo (solo bolas magnéticas). 
7. ANÁLISIS CUANTITATIVO DE mRNA (RT-qPCR) 
EL RNA total de las células fue aislado usando la solución TRI-Reagent (Sigma 
Aldrich) según el protocolo proporcionado por la casa comercial. El RNA aislado fue 
sometido a transcripción reversa usando el sistema comercial de obtención de DNA 
complementario (cDNA) SuperScript VILO (Life Technologies). EL cDNA resultante fue 
analizado mediante PCR cuantitativa usando oligonucleótidos que amplifican las secuencias 
del satélite mayor. Los datos fueron analizados mediante el método de corrección por 
eficiencia usando el gen de la ß-actina como tránscrito para normalizar (oligonucleótidos 
utilizados, Tabla 2).  
8. WESTERN BLOT 
Los extractos totales de proteína fueron preparados mediante la lisis de las células en 
buffer RIPA (10 mM Tris-HCl, pH 7.2; 150 mM NaCl; 1% (v/v) Triton X-100; 0.1% dodecil 
sulfato sódico (SDS); 1% deoxicolato sódico; 5 mM EDTA) suplementado con 20 mM NaF e 
inhibidores de proteasas (Complete, Roche). Para los extractos de histonas, las células fueron 
lisadas en PBS conteniendo 0.5% (v/v) Triton X-100, 2 mM PMSF y 4 mM N-etil-
maleimida. Los núcleos resultantes fueron incubados durante la noche en 0.2 N HCl a 4ºC, y 
las histonas se recuperaron de la fracción soluble. Las proteínas resultantes de los diferentes 
extractos fueron separadas mediante electroforesis en gel de poliacrilamida-SDS del 10 o de 
15% y transferidas a membranas de nitrocelulosa. Después de un bloqueo de media hora en 
leche al 5% en PBS con 0.1% Tween-20, las membranas fueron incubadas en los 
correspondientes anticuerpos primarios diluídos en TTBS con BSA al 1% durante 1-2 horas a 
temperatura ambiente, o durante la noche a 4ºC. Tras tres lavados en TTBS, las membranas 
fueron incubadas con el correspondiente anticuerpo secundario acoplado a peroxidasa (Dako) 
durante 1 hora a temperatura ambiente. La detección de luminiscencia se realizó usando el 
reactivo para western blot ECL Prime (GE Healthcare)  
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9. ANÁLISIS DE INTERACCIÓN PROTEÍNA-PROTEÍNA 
9.1 Ensayo de ligación por proximidad (PLA) 
Esta técnica permite detectar interacciones entre proteínas en muestras celulares 
preparadas para microscopía de fluorescencia. Para ello se usan parejas de anticuerpos 
primarios que reconocen las proteínas de interés generados en especies diferentes, a los que 
se unirán oligonucleótidos acoplados con anticuerpos secundarios (sondas de PLA). Cuando 
las dos sondas unidas a los anticuerpos primarios queden a una distancia menor de 40Å, se 
generará una señal positiva de PLA, resultado de una reacción de amplificación de círculo 
rodante. Cada señal individual se visualiza como un punto fluorescente, pudiendo ser 
cuantificados mediante técnicas de microscopía de fluorescencia. 
Para la detección de interacciones directas proteína-proteína mediante PLA se utilizó 
Duolink II Detection Kit con sondas de PLA anti-ratón MINUS y anti-conejo PLUS, 
siguiendo las instrucciones del fabricante (Olink Bioscience). La detección del EdU 
incorporado se realizó después de las reacciones de PLA usando el Kit de imagen Click-iT 
EdU Alexa 488 (Life Technologies). 
9.2 Fraccionamiento subcelular y co-inmunoprecipitación  
20 x 106 células HEK293T fueron tratadas con 4 mM HU durante 1 hora antes de 
lisarlas en buffer de sacarosa (10 mM HEPES, pH 7.9; 0.34 M sacarosa; 3mM CaCl2; 2 mM 
acetato de magnesio; 0.1mM EDTA) conteniendo 0.5% NP40 e inhibidores de proteasas 
(Roche). Los núcleos intactos fueron peleteados a 4000 x g durante 20 minutos, lavados en 
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Figura 2: Principios del ensayo de ligación por proximidad (PLA) 
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buffer de sacarosa sin NP40 y lisados en buffer de extracción nucleoplásmico (20 mM 
HEPES, pH 7.9; 3 mM EDTA; 10% glicerol; 150 mM acetato potásico; 1.5 mM MgCl2) 
suplementado con inhibidores de proteasas (Roche). El extracto nuclear resultante fue 
clareado por centrifugación 30 minutos a 15000 x g. Después, el pellet que contiene la 
cromatina fue incubado durante 30 minutos a 37ºC en buffer de nucleasa [(150 mM HEPES, 
pH 7.9; 1.5mM MgCl2; 150mM KOAc; 0.3% NP-40 e inhibidores de proteasas (Roche)] 
suplementado con benzonasa a una concentración de 125 U/ml para solubilizar las proteínas 
unidas a cromatina. Tras la incubación, la fracción de cromatina fue clareada por 
centrifugación a 20000 x g durante 30 minutos. Previa retirada de un 10% del extracto a 
modo de “input”, la inmunoprecipitación fue realizada usando 1 mg de extracto de fracción 
de cromatina con 15 µl/mg de bolas magnéticas de estreptavidina (Dynabeads® MyOne™ 
Streptavidin T1 de Thermo Scientific) previamente bloqueadas en 0.5% BSA durante 30 
minutos a 4ºC. Después de 2 horas de incubación a 4ºC en rotación, las bolas de 
estreptavidina fueron lavadas 3 veces en buffer conteniendo 0.3 M NaCl y 0.5% NP-40. Tras 
los lavados, el inmunoprecipitado fue eluido a 100ºC durante 5 minutos en buffer Laemmli 
para su posterior análisis mediante western blot. 
10. EVALUACIÓN DEL DAÑO AL DNA: ENSAYO ALCALINO 
DE COMETAS 
Se trata de una electroforesis de células individuales embebidas en un microgel de 
agarosa que permite la evaluación del daño a DNA existente. El principio del ensayo se basa 
en la capacidad del DNA roto y desnaturalizado de migrar fuera del núcleo al someterlo a un 
campo eléctrico, mientras que el DNA no dañado migra menos o permanece dentro del 
núcleo. En esta tesis se ha trabajo con ensayos de cometas en condiciones alcalinas, que 
alcanzan una gran resolución permitiendo detectar pequeñas cantidades de daño tanto de 
doble cadena como de cadena sencilla (Angelis KJ, 1999). Para ello, tras la electroforesis, las 
células son teñidas con el intercalante de DNA SYBR green que permite la visualización y 
cuantificación de los fragmentos migrados mediante microscopía de fluorescencia.  
En este trabajo se ha medido el parámetro “momento de cola”, que se define como el 
producto de la longitud de la cola y la fracción de DNA total presente en la misma. De esta 
manera se incorpora la medición de los fragmentos más pequeños detectables (reflejados en 
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la longitud de la cola) y el número de los fragmentos relajados / rotos (representados por la 
intensidad del DNA en la cola) 
Las lesiones en el DNA fueron detectadas usando el Kit comercial de ensayo alcalino de 
cometas (Trevigen Inc.) siguiendo las instrucciones del fabricante. Para la adquisición de las 
imágenes se tomaron campos aleatorios en las distintas condiciones de estudio y la posterior 






Tabla 1: Anticuerpos utilizados  
Proteína Especie Fuente Uso Clon
53BP1 Conejo Novus Biological IF Policlonal
BRCA2 Conejo Santa Cruz Biotechnology IF Policlonal
BrdU (CldU) Rata AbCys IF BU1/75
BrdU (IdU) Ratón Becton Dickinson IF B44





FANCD2 Ratón Santa Cruz Biotechnology ChIP FL17
FANCD2 Conejo Abcam IF EPR2302
FLAG-Tag Ratón Sigma IF, PLA M2
H2A Conejo Millipore ChIP, WB Policlonal
H2AK119Ub1 Conejo Cell Signaling IF, ChIP, WB D2754
H3K27me3 Conejo Cell Signaling ChIP C36B11
H3K9me3 Conejo Diagenode IF Policlonal
p-Kap (pS824) Conejo Abcam IF Policlonal
p-RPA (pS33) Conejo Bethyl IF
PCNA Ratón Santa Cruz Biotechnology PLA PC10
RAD51 Conejo Santa Cruz Biotechnology IF, ChIP Policlonal
Rad9 Conejo Thermo Scientific IF, WB, PLA Policlonal
RFC5 Conejo Santa Cruz Biotechnology PLA F9
RING1A Conejo (Schoorlemmer et al. 1997) IF, WB
RING1B Conejo Cell Signalling ChIP
RING1B Conejo (Garcia et al. 1999) IF, WB, PLA




Tabla 2: Oligonucleótidos 
Lap2 Ratón BD Transduction Laboratorios IF 27/Lap2
α-tubulina Ratón Millipore IF DM1A
α-tubulina Ratón Sigma WB B-5-1-2
γH2AX 
(Ser139) Ratón Biolegend IF,WB 2F3































1. RING1A Y RING1B EN PROGRESIÓN DE CICLO 
CELULAR 
1.1 Fallo proliferativo en ausencia de proteínas RING1 
Para facilitar el estudio de la(s) actividad(es) de las proteínas RING1 en la progresión 























































































Figura 6. Arresto proliferativo en fibroblastos deficientes en proteínas RING1. A) Western Blots representativos de 
RING1A, RING1B en extractos celulares de proteína total y contenido en histonas en MEFs de los genotipos y 
tratamientos indicados. Extractos analizados con anti-RING1A, anti-RING1B, anti-H2AK119Ub y anti-H2A como control 
de carga. B) Replicación, medida como porcentaje de células que incorporan EdU en cultivos tratados con EtOH (células 
control) o 4’-OHT (células mutantes) tras el tiempo indicado. C) Análisis bidimensional del ciclo celular por incorporación 
de EdU y contenido en DNA mediante yoduro de propidio, 48 horas después de la adición del EtOH/4’-OHT al cultivo. D) 
Curva de proliferación celular en cultivos control (EtOH) y mutantes (4’-OHT) siendo día 0 el día de la adición de los 
tratamientos. E) Cuantificación de la apoptosis en MEFs control y mutantes mediante inmunodetección de Caspasa-3 
activa y Anexina V mostrando una ausencia de incremento en células mutantes. Los gráficos de barras muestran media y 
desviación estándar. El número de replicados biológicos (líneas de fibroblastos derivadas de embriones independientes) en 
cada experimento fue n=8 (A, a excepción de 72 horas, n=2), n=2 (C, E), n=8 (D). **, p ≤ 0.01: ***, p ≤ 0.004; ns, no 
significativo (p ≥ 0.05).
Resultados
inactivación conjunta de los genes que codifican ambos productos. Se trata de fibroblastos 
embrionarios murinos (MEFs de murine embryonic fibroblasts) constitutivamente deficientes 
en RING1A (Ring1A-/-)  y condicionalmente  deficientes en RING1B (alelo floxeado, 
Ring1Bf/f). Estas células se derivaron de embriones de 13.5 d.p.c. resultantes de cruces de 
ratones Ring1A-/-, Ring1Bf/f en los que uno de los parentales portaba una casette que expresa 
la recombinasa Cre-ER (ver métodos), cuya actividad se modula mediante el control de su 
localización intracelular en presencia de 4’-OHT (nuclear, activa) o ausencia (citoplasmática, 
inactiva). En este sistema, los niveles de RING1B se reducen drástica y rápidamente, como 
muestra el Western Blot (referido en adelante como WB), de extractos totales de células tras 
48 horas del tratamiento con EtOH o 4’-OHT (en adelante referidos como cultivos control y 
mutante respectivamente, figura 6A, arriba). Como era de esperar, los niveles de histona H2A 
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EdU+ (%)
Silvestre 28,3 ±  3,1
Ring1A -/- 31,2 ±  2,2
Cre-ER + EtOH 31,4 ±  2,6











































































Significantly different? (P < 0.05)








Figura 7. El defecto proliferativo observado es específico de la ausencia de las proteínas RING1. (A) Arriba: 
análisis de la tasa de incorporación de EdU en fibroblastos de los genotipos y tratamientos indicados; abajo: curva de 
proliferación celular en MEFs de genotipo silvestre y Cre-ER. (B) Arriba: diseño experimental para la sobreexpresión de 
RING1B; abajo: análisis de la incorporación de EdU en un ensayo de complementación celular por reconstitución de la 
proteína RING1B silvestre mostrando rescate proliferativo. El gráfico muestra los resultados obtenidos de célul s sin 
transducir (-), transducidas con un vector retroviral vacío (vector vacío) o con un vector retroviral portador del cDNA de 
RING1B (RING1B). Los gráficos de barras muestran media y desviación estándar. n=2 (A), n=3 (B). *, p ≤ 0.05; ***, p ≤ 
0.004 
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monoubiquitinada en la lisina 119 (H2AK119Ub) también disminuyeron en paralelo (figura 
6A, abajo).  
El uso de moléculas análogas de nucleótidos permite analizar la fase replicativa del 
ciclo celular. Como se muestra en la figura 6B, la proliferación medida como incorporación 
del análogo de timidina Etinil-desoxiuridina (EdU), se ve reducida a la mitad con respecto al 
control, tan pronto como 48 horas después del tratamiento, llegando a ser prácticamente nula 
a 72 horas de cultivo. Adicionalmente, se analizó el ciclo celular de forma bidimensional, 
combinando la incorporación de EdU con el intercalante de DNA yoduro de propidio. Como 
se puede ver en el diagrama de citometría de flujo (figura 6C) la drástica disminución de 
células en fase S (10±0.4% en el control vs. 3±1% en el mutante), aparece acompañada de un 
acúmulo en fase G1 del ciclo celular (65±2% y 73±3% en control y mutante 
respectivamente). De acuerdo con la reducida fracción de células replicativas, mediante 
contaje celular en días alternos se puede apreciar que el contenido celular en cultivos 
mutantes, apenas aumenta respecto del número inicialmente sembrado (figura 6D). Este 
ineficiente crecimiento celular no se debe a un defecto de supervivencia de las células 
mutantes, tal como indicaron los análisis de marcadores apoptóticos como Caspasa 3 activa 
(figura 6E, izquierda) o Anexina V (figura 6E, derecha). Así, al no encontrarse incremento en 
células positivas para estos marcadores, se concluyó que la falta de acumulación celular es 
debida exclusivamente a una disminución de la proliferación y no a un incremento en la 
muerte.  
Para determinar los efectos deletéreos de la traslocación nuclear de la proteína Cre-ER, 
se cuantificó la proliferación de células que expresaban Cre-ER, tanto por incorporación de 
EdU (figura 7A, arriba) como por acumulación celular (figura 7A, abajo). Su comparación 
con MEFs de fenotipo silvestre o deficientes en RING1A (Ring1A-/-) reveló un efecto mínimo 
de la recombinasa sobre la proliferación celular. Asimismo la re-expresión de la proteína 
RING1B mediante transducción retroviral restauraba los niveles de incorporación (figura 7B) 
en comparación con la infección con un virus vacío como control. En conjunto, estos 
resultados confirman que el fenotipo de no acumulación en cultivo de fibroblastos deficientes 
en las proteínas RING1A y RING1B, se debe a una parada proliferativa, no a un aumento de 
la apoptosis, causada de forma directa por la deleción de ambas proteínas.  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1.2 El defecto de crecimiento en ausencia de proteínas RING1 se debe a un 
aumento de reguladores de ciclo celular 
RING1A y RING1B son responsables de la represión del locus Ink4a,b que codifica la 
expresión de inhibidores de proliferación (inhibidores de kinasas dependientes de ciclinas o 
CKis) entre los que se encuentra p16Ink4a (también conocido como CDKN2a) (Bracken et al. 
2007; Calés et al. 2008; Maertens et al. 2009). Así pues, era de esperar que esta CKi se 
upregulara en el caso de la deficiencia de las proteínas RING1, tal y como se muestra en el 
WB de la figura 8A. No obstante, la conjunta deficiencia de Ring1A, Ring1B e Ink4a,b no 
restauraba los niveles de incorporación de EdU (figura 8B), sugiriendo así que la disminución 
de entrada en ciclo podría deberse a otro regulador. Mediante WB, detectamos en células 
mutantes upregulación de p21 (también conocido como CDKN1a), otra CKi previamente 
descrita como diana Polycomb (figura 9A) (Fasano et al. 2007; Román-Trufero et al. 2009). 
En contraste con lo reportado para las CKis codificadas por el locus Ink4a,b, la inactivación 
de Cdkn1a/p21 mediante horquilla pequeña de RNA [small hairpin RNA (shRNA) por sus 
siglas en inglés] en células deficientes en RING1B, los niveles observados de incorporación 
de EdU, fueron similares a los cuantificados para las células control (figura 9B) indicando un 
rescate del fallo de entrada en fase S. Además, en un ensayo de acumulación celular a más 


































Figura 8. Inhibidores de ciclo celular en ausencia de proteínas RING1. (A) Upregulación de p16Ink4a/CDKN2a en 
MEFs tratados con 4’-OHT (mutante) en comparación con MEFs control (EtOH). (B) Incorporación de EdU en células 
portadoras de la versión silvestre (+/+) o mutante (-/-) del alelo Ink4a,b 48 horas después de la adición de EtOH/4’-OHT al 
cultivo. Los datos en el gráfico representan media y desviación estándar (n=3). **, p ≤ 0.01; ***, p ≤ 0.004
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transitoriamente, alcanzar un mayor número de células en el cultivo (figura 9C). Los 
resultados muestran que el déficit proliferativo observado en células deficientes en RING1A 
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Figura 9. Defecto proliferativo debido a una upregulación de p21 en ausencia de las proteínas RING1. (A) WB 
mostrando los niveles de CDKN1a/p21 en MEFs control (EtOH) o mutantes (4’-OHT) transducidos con lentivirus que 
expresan un shRNA contra Cdkn1a/p21 o un shRNA control. (B) Histograma que muestra el rescate de incorporación de 
EdU tras la inactivación de Cdkn1a/p21. Los valores representan media y desviación estándar (n=3). (C) Curva de 
proliferación celular de cultivos transducidos con los shRNA contra Cdkn1a/p21 (sh p21) o control (sh C) siendo día 0 el 
día de la adición de EtOH/4’-OHT al cultivo. Los datos representan media y desviación (n=3). *, p < 0.05; ns, no 
significativo (p ≥ 0.05)
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2. PROTEÍNAS RING1 Y REPLICACIÓN 
2.1 Parada de horquillas de replicación y aparición de roturas de DNA en 
ausencia de RING1A y RING1B 
En el diagrama de citometría mostrado en la figura 6C, se puede observar una 
distribución homogénea de células en fase S en el caso de las células control, mientras que en 
las células mutantes aparece una ligera tendencia de acumulo de células en la fase media de 
S. Con el fin de investigar un posible efecto de la deficiencia de proteínas RING1 asociado a 
la fase S, se analizó de forma directa la replicación en células control y mutantes a nivel 
molecular. Para ello, las células fueron pulsadas con los análogos de timidina Yodo-
desoxiuridina y Cloro-desoxiuridina (IdU y CldU respectivamente) como se indica en el 
esquema experimental de la figura 10A, arriba. El estudio de los patrones de fluorescencia de 
las fibras de DNA, permite determinar las velocidades de elongación en el conjunto de 
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Figura 10. Defecto replicativo en ausencia de RING1A y RING1B. (A) Esquema del diseño experimental de los 
pulsos con análogos de timidina usados en los análisis de fibras de DNA. (B) Distribución de las velocidades de 
elongación de replicación de las fibras analizadas en cultivos tratados con EtOH (control) o 4 ́-OHT (mutante). Los datos 
muestran el análisis de al menos 150 fibras en cada condición (n=3). (C) Gráfico de barras mostrando el análisis de la 
asimetría detectada en las fibras de DNA en células control o mutantes. Al menos 80 fibras fueron analizadas de cada 
condición por experimento (n=2).
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velocidades difería entre cultivos control y mutantes, de modo que la frecuencia de horquillas 
con una dinámica de replicación más lenta era mayor en células deficientes en RING1A y 
RING1B, haciendo que la media total de progresión de horquillas de replicación fuera menor 
(figura 10A, abajo).  
Una velocidad reducida de horquillas, puede estar relacionada con un aumento de 
paradas replicativas como consecuencia de barreras naturales en el genoma o 
desacoplamientos entre la helicasa y la polimerasa (Byun et al. 2005; Walter and Newport 
2000). Con el fin de estudiar si la reducción en la velocidad observada era consecuencia de 
un aumento de parada de horquillas, realizamos medidas de los segmentos de incorporación 
de nucleótidos a partir de los orígenes de replicación generando tres categorías de simetría: 
orígenes simétricos, cuando se observaba incorporación en ambas direcciones desde el 
mismo; orígenes asimétricos unidireccionales, si solo existía incorporación hacia una 
dirección, y orígenes asimétricos bidireccionales cuando la incorporación fallaba en ambas 
direcciones. La cuantificación de estos tipos de simetría reveló que en la situación mutante, la 


































Figura 11. Aparición de estrés replicativo en ausencia de RING1A y RING1B. (A) Análisis mediante 
inmunofluorescencia del estrés replicativo en cultivos tratados con EtOH (control) o 4’-OHT (mutante). Se muestra la 
existencia de un enriquecimiento de la proteína RPA insoluble en ausencia de RING1B en células EdU positivas. Los 
datos en el gráfico representan media y desviación estándar de al menos 100 células por experimento (n=4). (B) Ejemplo 
de células replicativas sin signos de estrés replicativo (RPA negativas). **, p = 0.01. Escala 10 µm. 
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relación con las células control, resultado consistente con una mayor incidencia de parada de 
horquillas en células deficientes en RING1A y RING1B (figura 10B).  
En situaciones de estrés replicativo, el desacoplamiento de la helicasa y la polimerasa 
deja al descubierto largos fragmentos de DNA de cadena sencilla. Este DNA debe ser 
recubierto por la proteína de replicación RPA32 (en adelante, RPA) protegiéndolo así del 
ataque de nucleasas que darían lugar a roturas en el DNA (Zou and Elledge 2003). Para 
determinar si las células mutantes presentaban mayor nivel de estrés replicativo en 
condiciones basales, sin añadir una fuente de estrés externa al cultivo, se analizó la fracción 
insoluble asociada a replicación de RPA en células positivas para EdU. El análisis de las 
fluorescencias específicas para cada uno de los marcajes determinó, que en condiciones 
mutantes la fracción de células doble positivas EdU/RPA presentaba un incremento del doble 
con respecto al nivel basal de estrés observado en las células control (figura 11A). Como se 
puede ver en las imágenes de la figura 11A, en las células que presentan estrés replicativo, la 
proteína RPA adquiere un patrón que coincide con zonas de incorporación de nucleótidos en 
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Figura 12. Incremento de roturas en el DNA en ausencia de RING1A y RING1B. (A) Fracción de células 
replicativas doblemente positivas para RPA/𝛾H2AX y RPA/53BP1 en cultivos tratados con EtOH (control) o 4’-OHT 
(mutante). (B) Roturas de DNA detectadas mediante ensayo alcalino de cometas; izquierda: diagrama de distribución de 
puntos representando los valores de momento de cola de al menos 150 células por condición en cada experimento (n=4). 
La línea roja en el diagrama representa la media y la desviación estándar; derecha: imágenes de células representativas de 
cada condición teñidas con SYBR green tras la electroforesis de célula única en condiciones alcalinas. ***, p ≤ 0.004. 
Escala 10 µm.
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el núcleo) en las células que no sufren estrés (figura 11B). Analizando marcadores de roturas 
de DNA como la fosforilación de H2AX (𝛾H2AX) y 53BP1 (Balajee and Geard 2004; B. 
Wang et al. 2002) se observó que ambos aparecían enriquecidos en células replicativas 
deficientes en RING1A y RING1B, presentando una gran colocalización entre ellos (figura 
12A). Para confirmar la existencia de daño en el DNA se realizó un ensayo alcalino de 
cometas. Esta aproximación se basa en la electroforesis de células individuales incluidas en 
un microgel de agarosa. De esta manera, si el DNA cargado positivamente presenta roturas, 
los extremos se desenrollarán y migrarán durante la eletroforesis. Su combinación con 
técnicas de microscopía de fluorescencia gracias a la adición del intercalante de DNA SYBR 
green, permite la visualización del DNA migrado como una cola tras la célula, recordando a 
un cometa. Así pues, al someter a nuestras células a un ensayo de cometas en condiciones 
alcalinas, que permite detectar tanto las roturas de doble cadena como las de cadena sencilla 
típicas de estrés replicativo, aparece un momento de cola de cometa significativamente mayor 
en las células mutantes que en las células control (figura 12B). Estos resultados en conjunto, 
aportan evidencia clara de que en ausencia de ambas proteínas RING1 y sin una perturbación 
externa, las células presentan un estrés replicativo más elevado que el basal en estas células y 
una concomitante aparición de roturas, probablemente como consecuencia de la aparición de 
estrés previo. 
2.2 La actividad E3 ligasa de RING1B está relacionada con la aparición de 
estrés replicativo 
Para RING1A y RING1B se han descrito funciones tanto dependientes como 
independientes de su actividad E3 ubiquitín ligasa (Eskeland et al. 2010; Isono et al. 2013), 
por lo que nos preguntamos si la aparición de estrés replicativo y sus roturas asociadas, tenía 
relación con la capacidad de ubiquitinación de RING1B. Para su investigación, utilizamos 
una variante proteica del mismo, en el que mediante la mutación IL53,55AA quedaba 
eliminada su actividad ubiquitín ligasa (∆E3) (Buchwald et al. 2006; Endoh et al. 2012). Con 
el fin de confirmar la falta de actividad de ubiquitinación de este mutante, se introdujo en 
MEFs a través de transducción retroviral. Mediante tinciones de inmunofluorescencia se 
determinó que, mientras en células deficientes en RING1A y RING1B transducidas con la 
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versión silvestre de RING1B se recuperaba el nivel de H2AK119Ub, no ocurría así en células 
transducidas con el mutante ∆E3 de RING1B (figura 13A).  
Para estudiar el efecto que este mutante de ubiquitinación tenía sobre el estrés 
replicativo y roturas previamente descritos en ausencia de RING1A y RING1B, se analizaron 
las células complementadas con el mutante ∆E3 por inmunofluorescencia. El resultado reveló 
que en células transducidas con la versión silvestre de RING1B, tanto el nivel de estrés 
replicativo (cuantificado como células EdU+/RPA+) como sus roturas asociadas (EdU+/
53BP1+) se veía restaurado al nivel presente en las células control (figura 13B). Por el 
contrario, al hacer el mismo análisis en células transducidas con la versión ∆E3 de RING1B, 
se observó que aunque el número de células 53BP1 disminuía, no ocurría así con las células 
RPA positivas. De esta manera, mediante ensayos de complementación en fibroblastos 



























Figura 13. El estrés replicativo en ausencia de RING1A y RING1B es dependiente de su actividad E3 ligasa. (A) 
Imágenes de células representativas de cultivos tratados con EtOH (control) o 4 ́ -OHT (mutante); estos cultivos fueron 
transducidos con retrovirus que expresan la forma silvestre de RING1B (mutante +RING1B) o la forma E3 mutada 
(mutante +∆E3); la proteína RING1B endógena (en células control) y la ectópica fueron detectadas con anticuerpos anti-
RING1B o anti-FLAG respectivamente. En los casos de señal de inmunofluorescencia negativa los núcleos fueron 
delimitados usando el canal correspondiente al DAPI para esa misma célula. (B) Gráfico de barras indicando tasa 
proliferativa (incorporación de EdU), estrés replicativo (RPA) y roturas de DNA (53BP1) en los cultivos indicados. Los 
valores representan porcentajes de células totales en el cultivo en el caso de la incorporación de EdU y fracción de células 
replicativas (EdU+) en el caso de la señalización de daño (RPA y 53BP1). Los datos en el gráfico representan media y 
desviación estándar (n=3). *, p < 0.05; **, p ≤ 0.01; ***, p ≤ 0.007. Escala, 10 µm
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la cual la ubiquitinación mediada por RING1B sería necesaria para reducir o mantener el 
estrés replicativo a nivel basal, mientras que su presencia, aun en forma inactiva, sería 
suficiente para evitar la generación de roturas. 
2.3 Defecto de replicación de cromatina pericentromérica en ausencia de 
RING1 
Basándonos en los datos antes expuestos, nos preguntamos si los defectos observados 
en replicación aparecían relacionados con un momento concreto dentro de la fase S. Esta 
determinación se llevó a cabo gracias a los patrones citológicamente definidos espacio-
temporalmente que determinan tres estadíos de fase S: una fase temprana donde tiene lugar la 
replicación mayoritaria de eucromatina, o cromatina activa, y unas fases media y tardía donde 
se replica el resto de la cromatina, en su mayor parte heterocromatina (Quivy et al. 2008; R. 
Wu, Singh, and Gilbert 2006). Mediante un pulso de 20 min con EdU en cultivos asíncronos 
48 horas después de su tratamiento con EtOH/4'-OHT (figura 14A, izquierda), se 
cuantificaron los patrones de fase S presentes en las células. Como se puede ver en la figura 
14A, derecha aparecieron doblemente representados en las células mutantes aquellos patrones 
correspondientes a las fases media y tardía de la fase S.  
Los fibroblastos embrionarios de ratón replican la heterocromatina pericentromérica 
(PCH, pericentric heterochromatin) durante el estadío medio de fase S (Guenatri et al. 2004). 
Para descartar que una desestructuración global de la cromatina subyaciera al efecto 
observado de acumulación celular en fase media de S, se estudió la localización de histona 
H3 tri-metilada en la lisina 9 (H3K9me3). Esta marca, característica de regiones 
heterocromáticas (Guenatri et al. 2004), se analizó en células replicativas identificadas por la 
incorporación de EdU (pulso de 30 minutos). Al hacer un análisis digital de ambas 
fluorescencias se observó que, de acuerdo con lo anteriormente publicado, existe una 
colocalización significativa (coeficiente de correlación de Pearson > 0.5) solamente en 
aquellas células replicando en fase media de la fase S (Guenatri et al. 2004), y no en las que 
se encuentran en fase temprana o tardía de la replicación, siendo así tanto en células control 
como mutantes (figura 14B). En línea con los resultados anteriores, la colocalización en el 
caso de las células mutantes de H3K9me3 y EdU, aparece significativamente menor que en 
las células control, lo que lleva de nuevo a pensar en una replicación disminuida en 
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heterocromatina en el caso de células deficientes en RING1A y RING1B (figura 14B). En 
células de ratón, los centrómeros aparecen agrupados en 5-10 cromocentros fácilmente 
distinguibles en núcleos interfásicos mediante la tinción con DAPI. Teniendo en cuenta que el 
coeficiente de correlación de Pearson de H3K9me3 y zonas densas de DAPI (figura 14C) no 
aparecía disminuido en las células mutantes, se puede descartar que los resultados obtenidos 
sean consecuencia de un brusco cambio en la estructura de la heterocromatina. Estos datos 
apuntan a una función de las proteínas RING1A y RING1B en asegurar una correcta 
replicación de zonas heterocromáticas pericentroméricas. 
Posteriormente se estudió la progresión en fase S de una forma más dinámica mediante 
un ensayo cinético de pulso y caza. Como se indica en la figura 15A con un esquema del 
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Figura 14. La ausencia de proteínas RING1 provoca un defecto de progresión en fase S. (A) Izquierda: esquema 
del diseño experimental para el análisis de la fase S; derecha: gráfico de sectores indicando la distribución de fases 
replicativas presentes en las condiciones control (EtOH) y mutante (4’-OHT) tras el pulso indicado con el análogo de 
timidina EdU. Las células fueron contadas en campos aleatorios hasta que al menos se contabilizaron 50 células de la fase 
más infrecuente (la fase tardía). El número total de células contadas aparece entre paréntesis (n=4). (B) Izquierda: 
diagrama de cajas mostrando la distribución de valores de coeficiciente de correlación de Pearson entre el análogo de 
timidina EdU y H3K9me3 de al menos 30 células por fase en cada experimento (n=2); derecha: imágenes representativas 
que ilustran la distinta colocalización del análogo de timidina y la cromatina pericentromérica (H3K9me3) en función del 
estadío de fase S en la que se encuentren. (C) Diagrama de distribución de puntos mostrando los coeficientes de 
correlación de Pearson entre H3K9me3 y DAPI de al menos 50 células de cada condición. La línea roja en el diagrama 
representa la media y desviación estándar. ***, p ≤ 0.001; ns, no significativo (p ≥ 0.05). Escala 10 µm.
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diseño experimental, se realiza un pulso corto de EdU (20 min) y una caza de una hora, tras la 
que se realiza otro pulso con el segundo nucleótido (IdU) de otros 20 min. De esta manera se 
puede cuantificar la aparición de tres patrones de tinción doble dependiendo del momento de 
fase S en el que se encuentren en el tiempo que dura cada pulso: patrón uno, células 
transitando de S temprana a media; patrón dos, de media a tardía; y patrón tres, células que 
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Figura 15. Fallo de replicación en heterocromatina en ausencia de RING1A y RING1B. (A) Esquema del diseño 
experimental para la aproximación de pulso y caza con análogos de timidina. (B) Gráfico de barras mostrando los 
porcentajes de transición presentes en MEFs tratados con EtOH (control) o 4 ́-OHT (mutante) siendo Te-M, transición de 
fase temprana a media de la fase S; M-Ta: de media a tardía y Ta-F de la fase tardía a fin de la replicación. Los datos 
representan media y desviación estándar de al menos 50 transiciones de cada tipo en cada experimento (n=4). (C) Derecha: 
imágenes representativas de las tinciones de EdU/IdU para determinar los patrones de transición; izquierda: imágenes 
representativas de células mutantes ilustrando el fallo de transición en la fase S. A la derecha de cada imagen se muestran 
los histogramas de intensidad de fluorescencia de ambos análogos de timidina a través del segmento nuclear señalado en 
cada imagen. ***, p ≤ 0.001 Escala 10 µm.
1 h
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terminan la fase tardía tras el primer pulso (figura 15C, izquierda). En la figura 15C se 
muestran imágenes representativas de cada condición: en la condición control, la situación 
más frecuente es que las células hayan transitado de fase en lo que dura la caza experimental 
(figura 15C, izquierda), mientras que en la condición mutante la situación más frecuente es 
que las células continúen en la misma fase tras el tiempo de caza (figura 15C, derecha). 
Mediante un análisis de colocalización digital a través de un segmento de célula, se confirma 
esta situación: las células control replican zonas distintas del núcleo durante los distintos 
pulsos (histogramas en figura 15C izquierda), mientras que las células mutantes continúan 
incorporando en la misma zona de DNA durante el primer y segundo pulso (histogramas en 
figura 15C derecha). En la figura 15B, se representan el porcentaje de células que estando en 
una fase determinada durante el primer pulso, han transitado a la siguiente durante el segundo 
pulso, frente a una situación en la que la célula incorpora con el mismo patrón de fase en 
ambos pulsos. Por medio de la cuantificación de los tres patrones de transición descritos, se 
observó que la frecuencia de los patrones dos y tres (células que terminan la fase media o la 
tardía durante el tiempo de caza entre los dos pulsos) están significativamente reducidos en 




2.4 La ausencia de proteínas RING1 provoca la aparición de roturas en 
heterocromatina derivadas de estrés replicativo  
A la vista de los resultados, anteriormente expuestos, nos preguntamos si la aparición de 
estrés replicativo aparecía concentrado en estas fases donde la dinámica de transición era más 
lenta. Para ello se analizó la fracción asociada a cromatina de RPA en cada una de las fases de 
la fase S mediante inmunofluorescencia. Como se puede apreciar en la gráfica de la figura 
16A, los estadíos de fase S que más estrés replicativo presentan son aquellos en los que se 
replica la heterocromatina, la fase media y la fase tardía. Al analizar el patrón de 
fluorescencia de RPA en relación con la modificación histónica propia de la heterocromatina 
H3K9me3, se puede observar a simple vista que el RPA insoluble aparece concentrado en 
cromocentros (visualizados mediante H3K9me3 y DAPI, figura 16B). Al hacer un análisis 
digital de ambas marcas se obtiene un coeficiente de correlación de Pearson mayor de 0.5, 
confirmando la colocalización existente entre ellas (número sobre las imágenes en figura 
16B). A modo de ilustración de la validez del sistema, en la figura 16C se muestran imágenes 
representativas de células que presentan estrés asociado a cromocentros en comparación con 






































Figura 16. Aparición de estrés replicativo y roturas en heterocromatina en ausencia de RING1A y RING1B. (A) 
Fracción de RPA insoluble asociada a las distintas fases replicativas en MEFs tratados con EtOH (control) o 4 ́ -OHT 
(mutante). (B) Imágenes representativas de células en estadío medio de fase de S presentando estrés replicativo asociado a 
cromocentros. El número sobre la foto corresponde a la media y desviación estándar del coeficiente de correlación de 
Pearson entre H3K9me3 y RPA de al menos 50 células H3K9me+/RPA+ en cada experimento (n=2). (C) Imágenes 
representativas de células H3K9me+/RPA+ y H3K9me3+/RPA- para ilustrar la comparación entre ellas. ***, p ≤ 0.006; ns, 
no significativo (p ≥ 0.05). Escala, 10 µm.
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El aumento de roturas y estrés detectados en heterocromatina podría deberse a un fallo 
en su reparación ya que estas zonas de cromatina están asociadas a una baja eficiencia del 
proceso debido a su estado hipercondensado. En primer lugar pudimos apreciar que, incluso 
con la limitada resolución que permite la microscopía óptica, la concentración de 𝛾H2AX en 
células mutantes aparece en regiones periféricas de los cromocentros (figura 17A). Esta 
alteración estructural es necesaria para una eficiente reparación de heterocromatina y es 
debida, al menos en parte, a la liberación del remodelador de cromatina CHD3, normalmente 
unido a la proteína KAP1 en heterocromatina. La presencia de estas dos proteínas incrementa 
la compactación de la zona. Como parte de la respuesta de daño a DNA, la fosforilación de 
KAP1 en S824 (p-Kap) por la kinasa ATM, induce la liberación de CHD3, permitiendo la 
relajación y reparación de la rotura (Klement et al. 2014). De acuerdo con la relocalización de 𝛾H2AX a la periferia de cromocentros en células deficientes en RING1A y RING1B, 
observamos un aumento de células p-KAP1 positivas (figura 17B) mostrando un patrón pan-
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Figura 17. Aumento de reparación de heterocromatina en ausencia de RING1A y RING1B. (A) Imágenes 
ilustrativas del marcaje de 𝛾H2AX en la periferia de los cromocentros indicando la extrusión de la zona heterocromática 
dañada para su reparación en células mutantes. (B) Izquierda: imágenes de la tinción de la proteína p-Kap ilustrando su 
presencia únicamente en fase media de S; derecha, cuantificación de p-Kap en células replicativas de cultivos control 
(EtOH) y mutantes (4’-OHT). El gráfico muestra media y desviación estándar de al menos 100 células por experimento 
(n=2). **, p ≤ 0.01. Escala 10 µm 
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media de la fase S (Price and D’Andrea 2013; Ziv et al. 2006). Así pues, los datos apuntan a 
un aumento de reparación de heterocromatina en las células mutantes, mecanismo que no se 
ve afectado por la deficiencia de RING1A y RING1B.  
Con el fin de estudiar si la sola expresión de RING1A fuera suficiente para evitar los 
defectos replicativos observados, usamos fibroblastos embrionarios derivados de la línea 
murina Ring1Bf/f, Polr2a:Cre-ERT2 en la que siendo normal la expresión de RING1A, se 
inactiva la de RING1B mediante la adición de 4’-OHT al cultivo. De esta manera, tras un 
tratamiento de 48 horas con 4’-OHT, se puede observar mediante WB la presencia de 
RING1A, mientras que RING1B se encuentra prácticamente ausente (figura 18A). 
Analizando la distribución de fases dentro de la fase S, observamos que en presencia de 
RING1A los porcentajes eran muy similares a los observados para las células control (figura 
18B). En línea con este resultado, al cuantificar los porcentajes de transición de la forma 
anteriormente descrita en la figura 15 se recupera una dinámica replicativa similar a la de las 
células control (figura 18C). Con estos datos, se puede concluir que ambos parálogos 
presentan una equivalencia funcional para los parámetros replicativos analizados en nuestro 
sistema de estudio. 
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Figura 18. Progresión en fase S de MEFs que expresan RING1A. (A) Análisis mediante WB a 48 horas de 
tratamiento con 4’-OHT, de las proteínas RING1A y RING1B en extractos celulares totales mostrando la ausencia 
prácticamente total de RING1B mientras se expresa RING1A. Extractos analizados con anti-RING1A, anti-RING1B y 
anti α-tubulina como control de carga (B) Los valores en en gráfico representan los patrones de transición relativos a las 
células control (Te-M, de fase temprana a media; M-Ta, de media a tardía y Ta-Fin, de tardía a completar la fase S) en en 
cultivos tratados con EtOH (control) o 4 ́ -OHT (mutante). (C) Gráfico de sectores mostrando la fracción de células 
presentes a 48 horas en los cultivos indicados tras un pulso del análogo de timidina EdU. Los datos representan media y 
desviación estándar (n=2). ns, no significativo (p ≥ 0.05)
Resultados
2.5 Progresión a través de la fase S dependiente de la actividad E3 ligasa de 
RING1B 
Para determinar si los defectos observados en la replicación a través de las zonas 
heterocromáticas estaba relacionado con la presencia o no de ubiquitina, se estudió la 
secuencia correspondiente a los satélites mayores de los cromosomas de ratón. Estas 
regiones, que replican en fase media de S, constan de secuencias repetitivas de 234 pares de 
bases y representan gran parte de la cromatina pericentromérica (Guenatri et al. 2004). 
Mediante inmunoprecipitación de cromatina (ChIP, chromatin inmunoprecipitation) se vio 
que, como se muestra en la figura 19B, izquierda, en células control existía un 
enriquecimiento en H2AK119Ub en estos dominios, mientras que aparecía ausente en las 
células doble mutantes tan pronto como 48 horas después del tratamiento con 4'-OHT. Este 
resultado está de acuerdo con el alto recambio descrito para esta modificación de cromatina 
(Alchanati et al. 2009). Así mismo se detectó la presencia de RING1B en estas regiones en el 
caso de células control (figura 19B, derecha). Para determinar si la falta de ubiquitinación 
mediada por RING1B tenía un efecto sobre la modificación de cromatina llevada a cabo por 
PRC2, se analizó la presencia de trimetilación de la histona H3 en la lisina 27 (H3K27me3). 
Sin embargo, como se aprecia en el gráfico de la figura 19C, la ausencia de RING1B y 
ubiquitina en los satélites mayores no parece tener efecto sobre la H3K27me3, modificación 
dependiente de PRC2. 
Habiendo sido descrita la relación de la ubiquitinación de H2A con la represión génica, 
nos preguntamos si la ausencia de ubiquitina podría estar teniendo un efecto de activación 
transcripcional en estas zonas. Para ello, analizamos mediante PCR reversa la expresión de 
los satélites mayores, para así poder descartar si la aparición de daño en estas zonas se debía a 
colisiones entre las maquinarias de replicación y transcripción (Helmrich et al. 2013). El 
análisis de mensajero de los satélites no reveló diferencias de expresión entre las células 
control y mutantes (figura 19D), quedando así excluida la interferencia entre ambas rutas 
metabólicas como fuente del estrés replicativo observado.  
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De nuevo, como en el caso de la aparición de estrés en las células deficientes en 
RING1A y RING1B, nos preguntamos si la capacidad de RING1B para ubiquitinar estaba 
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Figura 19. El retraso en fase S coincide con una pérdida de H2AK119Ub en heterocromatina pericentromérica. 
(A) Esquema del típico cromosoma acrocéntrico de ratón indicando los dominios heterocromáticos y la situación de los 
satélites mayores en la zona pericentromérica. (B, C, F) Análisis de marcas de cromatina mediadas por Polycomb 
(H2AK119Ub y H3K27me3) y unión de RING1B a satélites mayores analizados por ChIP-qPCR. Los valores representan 
media y desviación estándar (n=3). (D) Análisis de tránscritos de satélite mayor cuantificados por RT-qPCR. Los valores 
representan enriquecimiento frente a las células control. (E) Gráfico de barras mostrando los porcentajes de transición 
presentes en cultivos tratados con EtOH (control) o 4 ́ -OHT (mutante) o transducidos con las versiones silvestre y 
(mutante +RING1B) y E3 de RING1B (mutante +E3). Te-M, transición de fase temprana a media de la fase S; M-Ta: de 
media a tardía y Ta-F de la fase tardía a fin de la replicación.*, p < 0.05; **, p ≤ 0.01; *** p ≤ 0.007
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implicada en el fallo de replicación de heterocromatina pericentromérica. Para contestar a 
esta pregunta, se realizó el mismo ensayo de pulso y caza en células control y mutantes 
transducidas con los retrovirus control, y portadores de las versiones ΔE3 y silvestre de 
RING1B. Analizando los datos obtenidos siguiendo los criterios anteriormente descritos 
(figura 15), se puede observar que, mientras las células transducidas con la versión silvestre 
de RING1B recuperan los niveles de transición descritos para las células control, no ocurre 
así con las células que expresan la versión ∆E3 mutada, cuyos porcentajes de transición 
continúan siendo similares a los observados en las células mutantes (figura 19E). Mediante el 
análisis por ChIP de la H2AK119Ub en las secuencias satélites de células que expresan el 
mutante ∆E3, confirmamos la ausencia de ubiquitina reportada en la figura 13A mediante 
inmunofluorescencia. Sin embargo, la presencia de RING1B en satélites no parece verse 
afectada por la mutación (figura 19F).  
Con estos resultados se puede concluir que en ausencia de RING1B, y por tanto de 
H2AK119Ub, la replicación de heterocromatina pericentromérica se encuentra ralentizada, lo 
que produce un aumento del estrés replicativo en estas zonas, y que este efecto es 
dependiente de la capacidad de ubiquitinación de RING1B.  
!68
Resultados
2.6 La monoubiquitinación de H2AK119 dirigida a heterocromatina 
pericentromérica restaura la replicación en células deficientes en proteínas 
RING1 
Con el fin de comprobar si la causa del fallo replicativo en la región pericentromérica 
era debido realmente a la falta de H2AK119Ub, usamos un módulo mínimo de ubiquitinación 
formado por la unión de los dominios RING de las proteínas RING1B y BMI1 (Cooper et al. 
2014) capaz de funcionar como el heterodímero E3 ligasa de H2A (Buchwald et al. 2006). 
Mediante la adición del dominio de unión a regiones ricas en guanina y citosina metiladas 
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Figura 20. Ubiquitinación dirigida a heterocromatina pericentromérica. (A) Esquema que representa la proteína de 
fusión utilizada para ubiquitinación dirigida a PCH, MBD-RB: módulo de monoubiquitinación ([RING1, BMI1 dedos 
RING(RF)] y dominio de unión a Metil-CpG de MBD1. (B) Ensayo de complementación celular en MEFs mediante 
transducción de retrovirus conteniendo MBD1-RB o retrovirus vacíos (virus control) y tratados con EtOH o 4’-OHT. 
Imágenes de células representativas mostrando los patrones de H2AK119Ub obtenidos con cada uno de los tipos de 
retrovirus y tratamientos indicados. GFP y FLAG son indicativos de células transducidas y expresión de la proteína de 
fusión respectivamente. En caso de señal de fluorescencia negativa, los núcleos han sido delimitados en blanco usando el 
canal correspondiente al DAPI para esa misma célula. Escala 10 µm
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(metil-CpG) de la proteína MBD1 se consiguió dirigir la ubiquitinación exclusivamente a la 
región pericentromérica (Cooper et al. 2014) (figura 20A). Como se puede ver en las 
imágenes de la figura 20B, la expresión de la proteína de fusión resulta en un enriquecimiento 
de la señal de fluorescencia de H2AK119Ub en cromocentros de células control (visualizados 
con DAPI), mientras que en las células tratadas con 4’-OHT, esta ubiquitinación queda 
exclusivamente restringida a los mismos, mostrando así la especificidad del módulo de 
ubiquitinación dirigido. Asimismo, mediante inmunoprecipitación de cromatina se vio que la 
ubiquitinación en zonas regulatorias del locus p21/Cdkn1a se perdía tras la adición del 4’-
OHT. El hecho de que con la expresión de la proteína de fusión, esta ubiquitina no se vea 
recuperada (figura 21A), apoya la especificidad de modificación dirigida a PCH. Para 
comprobar si la H2AK119Ub detectada en PCH era estrictamente debida a la capacidad de 
nuestro módulo mínimo de ubiquitinación para interaccionar con la E2 ligasa, utilizamos una 
fusión MBD1-RB portadora de mutaciones que inactivan dicha interacción con la E2 ligasa 


















































Figura 21. Especificidad del módulo dirigido de ubiquitinación. (A) Análisis mediante ChIP-qPCR del 
enriquecimiento de H2AK119Ub en las secuencias reguladoras de p21/Cdkn1a, en células tratadas con EtOH (control) o 
4’-OHT (mutante), siendo MBD-RB células deficientes en RING1A y RING1B que expresan la proteína de fusión MBD1-
RB. El gráfico muestra medias de enriquecimiento y desviación estándar (n=2) (B) Capacidad de ubiquitinación de las 
proteínas de fusión MBD1. Imágenes representativas de células que expresan proteínas de fusión MBD1 (izquierda) y su 
distinta capacidad de ubiquitinación de H2A (derecha). GFP y FLAG son indicativos de células transducidas y expresión 
respectivamente, de la proteína de fusión indicada en cada caso. MBD1ΔE3: proteína de fusión para ubiquitinación 
dirigida a PCH sin actividad E3 ligasa. En caso de señal de fluorescencia negativa, los núcleos han sido delimitados en 
blanco usando el canal correspondiente al DAPI para esa misma célula. Escala 10 µm 
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Así, como ilustran las fotografías de la figura 21B, al observar el patrón de distribución de 
H2AK119Ub mediante inmunofluorescencia en células que expresaban dicha proteína de 
fusión, no se detectaba H2AK119Ub, en comparación con las que expresan MBD-RB. Este 
análisis confirmó que, efectivamente, la ubiquitinación observada se debía exclusivamente a 
la capacidad del módulo MBD1-RB de interaccionar con la E2 ligasa.  
Una vez restaurada la ubiquitinación en cromocentros, se estudió el proceso replicativo 
de las células que expresaban MBD1-RB. Se vio que, a pesar de no tener proteínas RING1, la 
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Figura 22. H2AK119Ub en heterocromatina pericentromérica restaura los defectos replicativas. (A) Diagramas de 
sectores mostrando la distribución de fases presentes tras un pulso de EdU en cultivos transducidos con un virus control 
(vacío) y tratados con EtOH (control) o 4 ́-OHT (mutante) o transducidos con la proteína de fusión MBD1-RB y tratados 
con 4’-OHT (mutante +MBD-RB); n=3. (B) Fracción de los patrones de transición con respecto a las células control de los 
cultivos indicados. Te-M, transición de células en fase temprana a media de fase S; M-Ta, de fase media a tardía y Ta-Fin 
de fase tardía a fin de la replicación incluyendo el cultivo que expresa la proteína de fusión MBD-RBΔE3 tratado con 4’-
OHT (mutante +MBD-RBΔE3); n=2. (C) Fracción de células de los cultivos indicados indicando tasa replicativa 
(incorporación de EdU), daño a DNA (RPA y 53BP1) y p21/CDKN1a. Los valores representan porcentaje de células 
totales (EdU y p21) o fracción dentro de células replicativas (RPA y 53BP1); n=2. **, p < 0.003; ***, p ≤ 0.0004
Rescate de progresión a 









































distribución de células presentes en cada una de las fases de la fase S, se revertía a las 
proporciones observadas en las células control (figura 22A). En línea con este resultado, la 
progresión a través de fase S, analizada mediante la aproximación de pulso y caza 
previamente descrita (figura 15), aparecía de nuevo en niveles similares al de las células 
control (figura 22B). De esta manera, el defecto de fase S observado en células deficientes en 
RING1A y RING1B quedaba corregido tras la deposición específica de H2AK119Ub en la 
región pericentromérica.  
De forma análoga a los datos obtenidos con mutante ∆E3 de RING1B, al analizar el 
efecto de la proteína de fusión inactivada, MBD1-RB∆E3, no recuperaba una replicación 
normal (figura 22B) relacionando de nuevo el efecto con la presencia de ubiquitina en las 
regiones pericentroméricas. 
Como se muestra en el gráfico de la figura 22C, los niveles de estrés replicativo y sus 
roturas asociadas (células con focos de RPA y 53BP1 respectivamente) quedaron reducidos a 
niveles control tras la expresión de la proteína de fusión MBD1-RB, quedando así 
confirmado el rescate de progresión en fase S y sus consecuencias asociadas. Por otro lado y 
en relación a la especificidad reportada del módulo de ubiquitinación, el número de células 
replicativas medidas por incorporación de EdU, permanecía en niveles comparables con los 
observados en células deficientes en RING1A y RING1B (figura 22C). Poniendo en común 
este resultado con los niveles de ubiquitina detectados mediante ChIP en el promotor de 
Cdkn1a/p21 (figura 21A) podemos deducir que, al igual que en las células doble mutantes, la 
reducción de entrada en ciclo en células que expresan MBD1-RB se debe a un aumento de la 
expresión del locus Cdkn1a/p21. Analizando los niveles de este regulador de ciclo mediante 
inmunofluorescencia observamos que, efectivamente, los niveles de CDKN1a/p21 en células 
MBD1-RB son indistinguibles de los cuantificados en células mutantes (figura 22C), 
apoyando así la especificidad del módulo de ubiquitinación a PCH.  
El hecho de que las células que expresan la proteína de fusión sigan teniendo impedida 
la entrada en S aun sin presentar roturas en el DNA, permite extraer la conclusión de que la 
parada en ciclo que sufren las células RING1A y RING1B deficientes, no es debida a una 
activación de la respuesta a daño a DNA, si no a que, al menos en este sistema de estudio, la 
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reducida fracción de células replicativas sería consecuencia directa de la upregulación de 
CDKN1a/p21 debido a la falta de ubiquitinación.  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3. ESTUDIO DE LA IMPLICACIÓN DE LAS PROTEÍNAS 
RING1 EN LA TOLERANCIA AL ESTRÉS REPLICATIVO 
3.1 Fallo de reclutamiento de proteínas de estabilización de horquillas de 
replicación en ausencia de RING1A y RING1B 
Hasta ahora ha sido descrita en este trabajo una función de RING1B en mantenimiento 
del estrés replicativo a nivel basal de forma dependiente de su actividad E3 ubiquitín ligasa. 
Sin embargo, los datos obtenidos de ausencia de daño a DNA en ese mismo mutante ∆E3 
(figura 13B), anticipan una función añadida de RING1B. Existen en la célula rutas de 
estabilización de horquillas replicativas que se encuentran paradas por algún obstáculo, 
siendo capaces de reiniciar el proceso durante un tiempo (Petermann et al. 2010). En 
horquillas de replicación bloqueadas, esa capacidad de reinicio viene dada gracias a la 
formación de un filamento de protección frente a nucleasas por parte de RAD51 (Petermann 
et al. 2010; Schlacher, Wu, and Jasin 2012) proteína implicada en la reparación de DNA por 
recombinación homóloga (homologous recombination, HR). Por tanto, a la vista de los 
resultados de asimetría de orígenes descritos en este trabajo (figura 10C), nos planteamos la 
posibilidad de un defecto de estabilización de las horquillas replicativas en células mutantes a 
causa de un fallo de reclutamiento de RAD51. Debido a la dificultad para detectar el RAD51 
implicado en estabilización mediante inmunofluorescencia (Petermann et al. 2010), la medida 
de su reclutamiento se realizó mediante ChIP y posterior PCR cuantitativa en células control 
mutantes para ambas proteínas RING1, así como en células complementadas con el mutante 
∆E3 de RING1B, sin inducción de estrés replicativo exógeno. Los resultados revelaron que 
mientras que tanto las células ∆E3 como doble mutantes mostraban un aumento de estrés 
replicativo medido como reclutamiento de RPA (figura 13B), sólo en las células ΔE3 se 
detectaba una acumulación de RAD51 con respecto a las células control (figura 23A). Para 
estudiar si la reparación por recombinación homóloga mediada por RAD51 estaba afectada, 
se trataron las células con hidroxiurea (HU). Este tratamiento proporciona una fuente de 
estrés replicativo exógeno debido a que la HU provoca la inhibición de la ruta de síntesis de 
nucleótidos, forzando la replicación a una parada inmediata (Bianchi, Pontis, and Reichard 
1986). Por tanto, se sometió a las células a un tratamiento prolongado de 24 horas de 2 mM 
HU, suficiente para inducir roturas por colapso de horquillas y su posterior reparación por 
recombinación homóloga (Schlacher, Wu, and Jasin 2012). Sin embargo, tampoco se detectó 
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RAD51 en las células mutantes en este caso (figura 23B). Por el contrario, como se puede ver 
en la figura 23B, en las células que expresan la versión ΔE3 aparece un aumento similar de 
focos de RAD51 detectados mediante inmunofluorescencia que en las células control. Estos 
resultados sugerirían que RING1B participaría de forma directa o indirecta en el 
reclutamiento de RAD51 para una correcta estabilización de horquillas así como para su 
posterior reparación por recombinación homóloga tras su rotura, de forma independiente de 
su actividad E3 ubiquitín ligasa.  
Las proteínas de Anemia de Fanconi forman una ruta de reparación de puentes 
intercatenarios cuya mutación se caracteriza por hipersensibilidad a agentes que realizan 
entecruzamientos en el DNA, como la mitomicina C (W. Wang 2007; Kim and D’Andrea 
2012). Sin embargo, la proteína FANCD2, perteneciente a este grupo, ha sido recientemente 
implicada en la ruta de tolerancia al estrés replicativo a través de la estabilización del 
filamento de RAD51 tras su carga en la horquilla bloqueada (Petermann et al. 2010; 
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Figura 23. La ausencia de proteínas RING1 provoca un fallo de reclutamiento de RAD51. (A) Análisis mediante 
ChIP-qPCR del enriquecimiento de RAD51 en las secuencias del satélite mayor en células tratadas con EtOH (control) o 4 
́-OHT (mutante) sin perturbación externa. Los datos en el gráfico representan media y desviación estándar (n=3). (B) 
Reclutamiento de RAD51 tras 24 horas de HU. Imágenes representativas de MEFs tratados con EtOH (control), 4’-OHT 
(mutante) y células que expresan la versión E3 mutada de RING1B (mutante +ΔE3); Los números en las fotos representan 
media y desviación estándar (n=3) de células RAD51 positivas (a partir de 5 focos). En caso de señal de fluorescencia 
negativa, los núcleos han sido delimitados en blanco usando el canal correspondiente al DAPI para esa misma célula. 





















































Schlacher, Wu, and Jasin 2012). Así, un defecto en el posicionamiento de FANCD2 tras un 
estrés podría subyacer a la falta de RAD51 en las horquillas bloqueadas en nuestras células 
mutantes. Para analizar el posible defecto en el reclutamiento de FANCD2 se trataron MEFs 
control y mutantes para RING1A y RING1B con 2 mM HU durante una hora, tratamiento 
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Figura 24. Fallo de reinicio de horquillas por falta de estabilización en células deficientes en RING1. (A) Esquema 
del diseño experimental para el análisis del reinicio de la replicación en cultivos tratados con EtOH (control) o 4 ́-OHT 
(mutante). (B) Izquierda: imágenes representativas de las tinciones de IdU, FANCD2 y CldU en cada condición; derecha: 
diagrama de distribución de puntos que muestra la intensidad de IdU, FANCD2 y CldU. La línea roja en el diagrama 
representa la media y desviación estándar. Al menos 50 células de cada condición fueron analizadas por experimento 
(n=2). En caso de señal de fluorescencia negativa, los núcleos han sido delimitados en blanco usando el canal 
correspondiente al IdU para esa misma célula. (C) Gráfico de barras mostrando la fracción de fibras que reinician tras el 
tratamiento con HU con respecto al control. Al menos 100 fibras fueron analizadas por experimento (n=2). *, p < 0.05; **, 
p < 0.01; ***, p ≤ 0.001; ns, no significativo (P≥ 0.05). Escala 10 µm
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que provoca una parada en las horquillas sin inducir su rotura (Petermann et al. 2010). Según 
se muestra en el esquema del diseño experimental (figura 24A), los MEFs, tras 48 horas de 
tratamiento con EtOH/4’-OHT, fueron pulsados durante 20 min con el análogo de timidina 
IdU y tratados con HU para inducir una parada en las horquillas que hubieran incorporado. 
Tras la retirada de la droga, se analizó el reclutamiento de FANCD2 y la reincorporación de 
nucleótidos en horquillas replicativas a través de un segundo pulso con el análogo de timidina 
CldU. De esta manera, se puede ver si en el caso de existir un fallo de reclutamiento de 
FANCD2, tiene asociado un defecto de reinicio de la replicación. Al analizar el experimento 
mediante tinciones específicas de inmunofluorescencia, pudimos observar que, mientras en el 
control aparece un patrón de localización normal de FANCD2 en los focos de incorporación 
del nucleótido (Howlett 2005; Hussain 2004) iniciados en el primer pulso de IdU (figura 
24B), solo se aprecia una señal débil de FANCD2 en el caso de las células mutantes (figura 
24B). Se observa claramente en las imágenes que en las células control el reclutamiento de 
FANCD2 va a acompañado de una reincorporación del segundo nucleótido tras el tratamiento 
con HU, mientras que en las células mutantes el reinicio de la síntesis aparece muy 
disminuida. Mediante el análisis digital de intensidad de fluorescencia de las imágenes 
(figura 24B, derecha) se confirma el resultado anticipado visualmente: mientras que la 
incorporación del primer nucleótido aparece en intensidades similares en el mutante y el 
control (p=0.35), la distribución de intensidades de los marcajes correspondientes a FANCD2 
y CldU aparecen significativamente menores en el caso de las células mutantes (p=0.04, 
p=0.007 respectivamente).  
Para obtener un medida del reinicio de horquillas replicativas a nivel molecular se 
analizaron fibras de DNA siguiendo el mismo esquema experimental que en el ensayo de 
inmunofluorescencia (figura 24A). Así, la tinción de moléculas individuales de DNA reveló 
que la fracción de las mismas que había incorporado ambos nucleótidos, signo de que habían 
reiniciado la replicación tras el tratamiento con la droga bloqueante, era inferior a la mitad en 
las células mutantes con respecto a células control (figura 24C), confirmando el fallo de 
reinicio reportado anteriormente. El hecho de que la extensión del defecto de reinicio 
aparezca de mayor magnitud mediante inmunofluorescencia, que el medido en fibras de 
DNA, es probablemente debido a la mayor capacidad de resolución de la segunda 
aproximación. Con estos resultados obtenidos a partir de diferentes técnicas podemos 
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concluir que en ausencia de RING1A y RING1B, existe un defecto de reinicio de horquillas 
replicativas sometidas a estrés replicativo debido a un reclutamiento ineficiente de FANCD2. 
La estabilización de horquillas de replicación es un proceso complejo en el que 
participan gran cantidad de proteínas. Con el propósito de estudiar en mayor profundidad la 
afectación de la vía y debido a la existencia de buenos anticuerpos para la detección de 
proteínas de la ruta de estabilización en células humanas, se reprodujo el modelo de pérdida 
de función de proteínas RING1 en células HeLa. Como se puede ver en el esquema del flujo 
experimental (figura 25A), las células fueron transducidas con un lentivirus de expresión 
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Figura 25. Modelo de inactivación de las proteínas RING1 en células HeLa. (A) Las células son transducidas con 
un lentivirus que expresa el shRNA para la inactivación específica de RING1A. Tras 5 días de selección, son transducidas 
con un shRNAmir- que inactivará RING1B de forma inducible por doxiciclina (Dox). Las células RING1A deficientes son 
usadas como control de los experimentos. (B) Tasa de incorporación de EdU tras la inactivación condicional de RING1B. 
Los valores representan media y desviación estándar (n=3). (C) Imágenes representativas que ilustran la eficiencia 
desaparición de las proteína RING1A (izquierda) y posteriormente de RING1B (derecha). ***, p < 0.001
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antibióticos, con un segundo lentivirus que expresaba de forma dependiente de Doxiciclina, 
(Dox) un shRNAmir (microRNA-adapted shRNA) específico de RING1B. De esta manera, 
tras 48 horas de inducción del sistema, resulta en un inactivación eficiente de ambas proteínas 
RING1 (figura 25C). Al igual que en MEFs, la falta de proteínas RING1 en HeLa producía 
una significante reducción de la fracción de células que incorporaban EdU (figura 25B). 
Teniendo en cuenta que la incorporación observada en células HeLa deficientes en RING1A 
no presenta diferencias con respecto a HeLa sin modificar (RING1A+/+, RING1B+/+), en 
adelante los cultivos correspondientes serán referidos como control: células sin inducción con 
doxiciclina, RING1A deficientes; mutante: células tratadas con doxiciclina, deficientes en 
RING1A y RING1B.  
Con el fin de determinar si el defecto de localización de FANCD2 en condiciones de 
estrés descrito en MEFs deficientes en RING1A y RING1B era reproducible en este nuevo 
modelo celular, se llevó a cabo un ensayo análogo al descrito en la figura 24A, en el que 48 
horas después de la inducción de los shRNA, las células se trataron una hora con 4 mM HU 
previo pulso de 20 minutos con el análogo de timidina EdU. Tras las tinciones específicas de 





































































Figura 26. Fallo de reclutamiento de FANCD2 en células deficientes en RING1A y RING1B. (A) Diagrama de 
distribución de intensidades de fluorescencia de FANCD2 en células HeLa control (-Dox) y mutantes (+Dox) tratadas con 
hidroxiurea. Al menos 90 células fueron analizadas por experimento. La línea roja en el diagrama representa media y 
desviación estándar (n=2). (B) Imágenes representativas del reclutamiento de FANCD2 en condiciones control (arriba) y 
mutante (abajo), acompañadas del histograma de intensidad de ambas fluorescencias a través del segmento nuclear 
marcado con una línea blanca en cada imagen. ***, p < 0.001. Escala 10 µm 
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distribución de intensidades de fluorescencia correspondientes a FANCD2 era 
significativamente menor en el caso de las células mutantes (+Dox, p=0.0005, figura 26A). El 
análisis de la fluorescencia de EdU y FANCD2 a través de un segmento nuclear (línea blanca 
en las imágenes de la figura 26B) reveló que mientras en las células control la fluorescencia 
de EdU y la de FANCD2 colocalizaban prácticamente en su totalidad (figura 26B, arriba), no 
ocurría así en las células mutantes (figura 26B, abajo), revelando además de un defecto de 
magnitud del reclutamiento, un defecto en la correcta localización de FANCD2. 
Otra proteína que al igual que RAD51 y FANCD2, actúa en la estabilización de 
horquillas previa a la aparición de roturas es la proteína BRCA2, (Hashimoto, Chaudhuri, and 
Lopes 2015; Lomonosov et al. 2003; Schlacher, Wu, and Jasin 2012; Schlacher et al. 2011), 
además de participar en su posterior reinicio (Buisson et al. 2014). Por ello, para investigar la 
afectación de la localización de BRCA2 se trataron células HeLa control y mutantes para 
RING1A y RING1B con 4 mM HU para su posterior tinción. Como se puede ver en la figura 
27, tanto en las imágenes como en la distribución de frecuencias de focos/célula, BRCA2 



































Figura 27. Fallo de reclutamiento de BRCA2 en células HeLa deficientes en RING1A y RING1B. (A) Imágenes 
representativas del número de focos de BRCA2 en células tratadas con HU en condiciones control (-Dox) y mutantes 
(+Dox); (B) análisis de la distribución de puntos por célula en cada una de las condiciones indicadas. Al menos 100 células 
fueron analizadas por experimento (n=2). Escala 10 µm 
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Con estos datos obtenidos de estudios en dos tipos celulares podemos concluir que, en 
ausencia de las proteínas RING1A y RING1B se produce un defecto en la localización de 
FANCD2, que afecta a otros niveles de la ruta de estabilización como son RAD51 y BRCA2, 
impidiendo el reinicio de las horquillas paradas, pudiendo ser por tanto, la causa de las 
roturas detectadas en el DNA.  
3.2 RING1B interacciona con la proteína de estabilización FANCD2  
Con el fin de determinar si la carga ineficiente de FANCD2 se debiera a la necesidad de 
una interacción directa con RING1B perdida en ausencia del mismo, realizamos distintas 
aproximaciones. Se generó una línea celular estable mediante transfección de células 
HEK293T con un plásmido portador del gen de la biotín ligasa BirA de la bacteria 
Escherichia coli. Además se introdujo en estas células el cDNA de RING1B etiquetado con 
una secuencia biotinilable de 23 aminoácidos fusionados en fase en su extremo 
5’ (bioRING1B). Para los experimentos se seleccionaron clones celulares que presentaran 
niveles similares tanto del bioRING1B exógeno como de RING1B endógeno, de forma que 
las interacciones endógenas se perturbaran lo menos posible. De esta manera, en las células 
que expresan ambos cDNAs (células BirA-bioRING1B) se genera una forma de RING1B 
biotinilado, capaz de ser aislado junto con las proteínas que estuvieran interaccionando con él 
mediante técnicas de inmunoprecipitación. A modo de control del sistema, se generó otra 
línea celular en la que solo se introdujo el gen de la biotín ligasa, permitiendo identificar 
interacciones inespecíficas (células BirA). Mediante fraccionamiento subcelular, aislamos la 
proteína soluble con DNAsa que contiene la fracción de proteínas unidas a cromatina. 
Posteriormente se realizó la inmunoprecipitación usando bolas magnéticas acopladas a 
estreptavidina, proteína con gran afinidad por la biotina. Como se puede ver en la figura 28A, 
al analizar la membrana de WB con anticuerpos específicos de las proteínas FANCD2 y 
RING1B se detectan ambas proteínas en los extractos previos a la inmunoprecipitación tanto 
en células BirA como BirA-bioRING1B (IN, carriles 1 y 3). Por el contrario, al analizar el 
inmunoprecipitado (IP, carriles 2 y 4), sólo en el caso de las células que expresan la forma 
biotinilable de RING1B se detecta unión de FANCD2 y RING1B exógeno (banda de menor 
movilidad), denotando la especificidad de la interacción entre FANCD2 y RING1B 
detectada. Al hacer una exposición más corta, se aprecia una doble banda de FANCD2 
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correspondiendo con su forma sin modificar (mayor movilidad electroforética), y la forma 
ubiquitinada de FANCD2 (menor movilidad). Sorprendentemente los resultados apuntan a 
una unión preferencial de RING1B a la forma no ubiquitinada de FANCD2.  
Para analizar la interacción entre RING1B y FANCD2 en un ambiente celular y con 
proteínas endógenas, utilizamos la técnica de ensayo de ligación por proximidad (proximity 
ligation assay, PLA). Esta técnica permite identificar incluso interacciones directas débiles o 
transitorias entre proteínas con resolución molecular, ya que se detectarán interacciones entre 
proteínas a menos de 40Å de distancia, lo que nos dará un foco positivo de fluorescencia 
mediante una amplificación de PCR de círculo rodante (ver métodos). 
Así pues, en nuestro modelo de pérdida de función en células HeLa (figura 25), se 
realizó un ensayo de PLA en células sin o con inducción por Doxiciclina (control y mutantes 
para RING1A y RING1B respectivamente) usando anticuerpos anti-RING1B y anti-
FANCD2. Posteriormente, las imágenes obtenidas mediante microscopía confocal fueron 
































Figura 28. RING1B interacciona con FANCD2. (A) Inmunoprecipitación de RING1B en células BirA (control) y 
BirA+bioRING1B tratadas con HU. IN, input; IP, inmunoprecipitado. El inmunoprecipitado fue analizado usando 
anticuerpos anti-FANCD2 y anti-RING1B. En la exposición más corta se aprecia la doble banda resultante de la 
ubiquinación de FANCD2 en respuesta a estrés replicativo. Las dos bandas obtenidas con anti-RING1B corresponden a la 
forma biotinilada de RING1B (menor movilidad) y a la proteína RING1B endógena (mayor movilidad). (B) Izquierda: 
imágenes representativas de células tratadas con HU que muestran la aparición de focos de PLA exclusivamente en células 
replicativas; derecha: diagrama de puntos mostrando el análisis de la frecuencia de puntos por célula en cultivos -Dox 
(control) y +Dox (mutantes). La línea roja en el diagrama representa la media de 50 células replicativas por experimento 
(n=2). El control negativo de PLA corresponde a una preparación sin el anticuerpo RING1B. Escala 10 µm. 
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célula en cada condición experimental. Como se puede ver en la figura 28B, izquierda, se 
observa que los focos de interacción aparecen en células que presentan una señal positiva 
para el análogo de timidina EdU. De esta manera, además de confirmar la interacción descrita 
mediante co-inmunoprecipitación, la resolución de célula única que permite esta 
!83
RING1A KDHeLa RING1A KD RING1A,B KD+FLAG-RING1B silvestre/mutantes
RING1B miR-shRNA 












Figura 29. Modelo de sobreexpresión de formas mutantes de RING1B en células HeLa. (A) Las células son 
transducidas con lentivirus que expresan el shRNA para la inactivación específica de RING1A. Tras 5 días de selección, 
son transducidas con un shRNAmir que inactivará la expresión de RING1B endógeno mientras que induce la expresión de 
las distintas formas de FLAG-RING1B de manera inducible por Dox. (B) Esquema de las distintas formas de RING1B 
sobreexpresadas. (C) Imágenes representativas que muentran la expresión de las formas exógenas de RING1B (anti-
FLAG) y sus distinta capacidad de ubiquitinación de H2A (anti-H2AK119Ub) tras 48 horas de inducción con Dox.
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aproximación reveló que la interacción RING1B-FANCD2 se restringía a células replicativas 
(imágenes en figura 28B). La distribución de focos por célula muestra un elevado número de 
los mismos en células que tienen RING1B (-Dox) en comparación con las células mutantes 
(+Dox) (figura 28B, derecha). A modo de control negativo, en el ensayo se incluyó una 
preparación de células con RING1B, en el que sólo se añadió uno de los anticuerpos, 
permitiendo así cuantificar la señal inespecífica del experimento. Por tanto, comparando los 
focos de interacción de RING1B-FANCD2 tanto con los presentes en células deficientes en 
RING1B como con los que aparecen en el control negativo podemos concluir que la 
interacción entre RING1B y la proteína FANCD2 es específica, quedando así confirmado el 
resultado obtenido por inmunoprecipitación. 
Una vez determinada la existencia de una interacción específica entre RING1B y 
FANCD2, nos preguntamos de qué manera se vería afectada por distintos mutantes de 
RING1B. Para ello realizamos ensayos de complementación en células HeLa con las formas 
silvestre y dos formas mutantes de RING1B, uno en el que se había eliminado la actividad E3 
ligasa mediante las mutaciones IL53,55A (ΔE3); y otro mutante cuyo cDNA presenta una 
deleción de 33 aminoácidos en el extremo amino-terminal (N-terminal, en adelante Δ1-33) 
(figura 29B). Para combinar la deleción del gen endógeno de RING1B con la sobreexpresión 
de las distintas formas exógenas, se llevó a cabo la construcción de plásmidos que 
expresaran, de forma inducible por Doxiciclina, los cDNA codificantes para RING1B 
silvestre o mutantes junto con el shRNAmir específico para RING1B. Así, al tratar las células 
con doxiciclina, queda inactivada la expresión del gen endógeno, pero no del exógeno, 
debido a que la diana del shRNAmir se encuentra en el 3’UTR ausente en el cDNA lentiviral 
(figura 29). Una vez seleccionadas las células e inducida la expresión de las formas de 
RING1B exógenas mediante la adición de doxiciclina al cultivo, llevamos a cabo el ensayo 
de PLA. En este caso se usó un anticuerpo anti-FLAG, etiqueta que portan las formas de 
RING1B introducidas, de forma que nos aseguramos la detección de la interacción de las 
proteínas exógenas frente a un posible remanente de RING1B endógeno tras la inducción de 
los shRNAs. Analizando de forma digital las imágenes obtenidas mediante microscopía 
confocal del ensayo de PLA, obtuvimos que, mientras con la forma silvestre y ΔE3 aparecía 
un número de focos significativamente diferentes a los detectados en el control de PLA 
(p≤0.0001 en ambos casos), no ocurría así en el caso del mutante Δ1-33, que aparecía en un 
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rango de número de focos muy similar a lo obtenido en el control negativo y por tanto 
inespecífico (p=0.8, figura 30A). Para estudiar una posible relación entre la interacción con 
RING1B y la magnitud de carga de FANCD2 en condiciones de estrés replicativo, tratamos 
las células con 4mM HU durante una hora. Tras el tratamiento se cuantificó FANCD2 por 
inmunofluorescencia, observándose (figura 30B) una reducida intensidad en las células Δ1-33 
respecto a las células que expresaban las versiones silvestre y ΔE3 de RING1B (figura 30B). 
Con estos resultados podemos concluir que la focalización de FANCD2 normalmente 
observada en células sometidas a estrés replicativo, es deficiente en células sin RING1, 
probablemente por no asociarse con RING1B a través regiones específicas (ver el efecto de la 














































































































Figura 30. Interacción de FANCD2 con mutantes de RING1B. (A) Diagrama de distribución de puntos mostrando 
los focos por célula en el ensayo de PLA con anticuerpos anti-FLAG y anti-FANCD2, ilustrando la diferente capacidad de 
interacción con FANCD2 de las formas de RING1B indicadas en cada caso. La línea roja en el diagrama representa la 
media y la desviación estándar. Al menos 80 células fueron analizadas por experimento y condición (n=2). (B) Diagrama 
de puntos mostrando la distribución de intensidades de fluorescencia de FANCD2 en cada una de las condiciones 
indicadas. El gráfico muestra las medidas de intensidad de al menos 100 células por experimento y condición (n=2). La 
línea roja en ambos diagramas representa la media y la desviación estándar ***, p ≤ 0.0005; ns, no significativo
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3.3 Aberraciones mitóticas en ausencia de RING1A y RING1B. 
Un estrés replicativo sin reparar puede conllevar la aparición de estructuras aberrantes 
en mitosis que provocan pérdidas cromosomales o puentes nucleoplásmicos (Wilhelm et al. 
2014). Mediante análisis por inmunofluorescencia de las mitosis en MEFs control y mutantes 
(EtOH/4’OHT, respectivamente) llevamos a cabo una cuantificación de este tipo de 
estructuras. Al analizar la fracción de anafases y telofases que presentaban puentes 
nucleoplásmicos encontramos un porcentaje significativamente mayor en células mutantes 
(figura 31A). En línea con este resultado, la proporción de células con micronúcleos también 
era mayor en el caso de las células mutantes (figura 31A). Por otro lado, se observa un alto 
porcentaje de células binucleadas, como resultado probablemente de un defecto de citocinesis 
(figura 31A, derecha) 
La presencia de micronúcleos y puentes nucleoplásmicos son síntomas asociados a 
daño a DNA en replicación, lo que también provoca un retraso de la entrada en mitosis 
(Fenech et al. 2010; Bartek and Lukas, 2007). Para investigar la dinámica de entrada en 
mitosis, cultivos de células mutantes y control fueron sometidos a crecimiento en medio con 
EdU. La cuantificación de mitosis marcadas con EdU con respecto al tiempo, reveló una 
entrada retrasada en mitosis en el caso de las células mutantes (figura 31B) 
Con el fin de investigar el efecto que los mutantes de RING1B tenían sobre la aparición 
de estas aberraciones mitóticas se transdujeron MEFs con las versiones ∆E3 mutada y ∆1-33 
de RING1B. Al analizar las figuras mitóticas de estas células 48 horas después de la adición 
de EtOH/4’-OHT al cultivo, descubrimos que el número de anafases/telofases que 
presentaban puentes nucleoplásmicos en mutante de ΔE3 era muy similar a lo observado en 
las células control. Sin embargo, en el caso del mutante Δ1-33 el porcentaje de anafases/
telofases afectadas no presentaba diferencias con respecto a las células deficientes en 
RING1A y RING1B. Con estos datos podemos concluir que el defecto observado en mitosis 
en las células deficientes en proteínas RING1 es independiente de la actividad E3 ligasa de 
RING1B. Sin embargo, de forma análoga a los datos aportados de reclutamiento de 







Figura 31. Aberraciones mitóticas en ausencia de proteínas RING1. (A) Arriba: imágenes representativas de 
células con puentes nucleoplásmicos en anafase, mostrando micronúcleos y células binucleadas; abajo: los histogramas 
muestran porcentaje de células en anafase/telofase con puente nucleoplásmico (PNP) y porcentaje de células totales que 
presentan micronúcleos (MN) o binucleación. Los gráficos muestran media y desviación estándar de al menos 200 células 
analizadas por experimento (n=4). (B) Análisis de la dinámica de entrada en mitosis de células crecidas en medio con 
EdU, n=2. (C) Análisis de defectos mitóticos en células mutantes transducidas con las distintas formas de RING1B en 
comparación con células control (EtOH) o mutantes (4’-OHT). El gráfico muestra media y desviación estándar (n=3). **, 















































































4. RING1 Y PUNTO DE CONTROL DE FASE S 
4.1 Ineficiente señalización ante el estrés replicativo en células deficientes 
en proteínas RING1 
Existen rutas de transducción en la célula que permiten la señalización y reparación del 
daño a DNA, por lo que nos preguntamos el efecto que el estrés replicativo y las roturas en 
DNA observadas en células deficientes en RING1A y RING1B estaría teniendo sobre la 
activación de estas rutas de señalización. ATR es la principal kinasa responsable de la vía de 
estrés. Aunque sus funciones exactas en estabilización de horquilla una vez activada 
continúan bajo estudio, parece claro que los dos grandes efectos de su activación a través de 
funciones de la kinasa efectora de la ruta, Chk1, son la inhibición de la progresión del ciclo 
celular y la supresión del disparo de los orígenes de reserva. De esta manera, se proporciona 
tiempo para la resolución del estrés, conservando los orígenes de reserva para completar la 
síntesis desde orígenes vecinos si fuera necesario. Así pues, para determinar si la inhibición 
del disparo de orígenes como consecuencia de una activación de ATR estaba teniendo lugar, 
recurrimos al estudio molecular de fibras de DNA en células en estado basal. Como se 
muestra en el esquema del diseño experimental de la figura 32A y siguiendo los criterios de 
análisis mostrados en la figura 32B, se midió la distancia entre los orígenes de replicación 
existentes en los cultivos de MEFs control y mutante. Los datos obtenidos revelaron que la 
distancia entre orígenes en las células mutantes presentaba una tendencia a una reducción en 
la distancia entre ellos figura (32B). Esto indicaría un disparo de orígenes aumentado 
probablemente como consecuencia de un incremento de las paradas que originan la asimetría 
observada (figura 10C), apuntando a un fallo en la activación de ATR o una activación 
ineficiente.  
ATR media la fosforilación de la proteína RPA en la serina 33 (RPA S33) en horquillas 
de replicación sometidas a estrés replicativo. Esta modificación participa en la estabilización 
de la horquilla mediando su posterior reinicio (Murphy et al. 2014; Vassin et al. 2009). Con el 
propósito de confirmar la falta de activación de ATR en ausencia de proteínas RING1, 
analizamos el estado de fosforilación de RPA. Para ello, 48 horas después del tratamiento con 
EtOH/4’-OHT, las células fueron pulsadas durante 20 minutos con EdU y se indujo una 
parada de horquillas replicativas mediante un tratamiento de una hora con 2 mM HU. Al 
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analizar las imágenes resultantes de la tinción de RPA S33 observamos en el caso de las 
células control, la practica totalidad de las células replicativas (EdU+) presentaban un patrón 
similar de fosforilación de RPA (figura 32C). Por el contrario, al analizar de la misma manera 
las células mutantes, se observó un claro defecto de fosforilación, disminuyendo 
drásticamente el número de células que presentan RPA S33. Por otro lado, al analizar 
digitalmente la intensidad de la fosforilación de 𝛾H2AX en respuesta a HU, observamos una 
fosforilación muy reducida en el caso de las células mutantes (figura 32C), de acuerdo con la 
relación directa reportada previamente entre la fosforilación de ambas proteínas (Vassin et al. 
2009). Estos datos demuestran que efectivamente, en ausencia de las proteínas RING1A y 
RING1B, existe una ineficiente activación de ATR, principal kinasa en la ruta de señalización 
































































































Figura 32. Defecto de activación de ATR en ausencia de RING1A y RING1B. (A) Esquema del diseño 
experimental para el análisis de la distancia entre orígenes (DEO). (B) Distribución de DEO en cultivos tratados con EtOH 
(control) o 4’-OHT (mutante) siguiendo el criterio de medición aportado en la figura. (C) MEFs sometidos a tratamiento 
con HU. Arriba izquierda, cuantificación de la intensidad de fosforilación de 𝛾H2AX (distribución de intensidades de 
fluorescencia, media en negro); arriba derecha, cuantificación de fosforilación en RPA S33 (media y desviación estándar). 
Al menos 100 células fueron analizadas por experimento (n=3) en ambos casos; abajo: imágenes representativas de células 
control y mutantes ilustrando el defecto de fosforilación de 𝛾H2AX y RPA. Escala 10 µm. **, p < 0.01; ***, p < 0.001
Resultados
4.2 Las proteínas RING1 están implicadas en el reclutamiento del complejo 
de daño a DNA 9-1-1  
Estudios en diferentes organismos revelaron que en respuesta al estrés replicativo el 
complejo formado por las proteínas ATR-ATRIP es reclutado a las horquillas paradas a través 
del RPA unido al DNA de cadena sencilla (Zou and Elledge 2003). Sin embargo, su 
activación requiere de otras proteínas entre las que se encuentra el complejo heterotrimérico 
de la abrazadera del punto de control de daño, formado por las proteínas Rad9, Rad1 y Hus1, 
llamado también complejo 9-1-1. Este complejo, relacionado estructuralmente con la proteína 
PCNA (Eichinger and Jentsch, 2011), la abrazadera de la polimerasa replicativa, es llevado a 
cromatina por el complejo Rad17-RFC, donde interacciona con TopBP1 induciendo la 
activación por fosforilación de ATR (Lee et al. 2007; Delacroix et al. 2007 Kumagai et al. 
2006). Así pues, nos preguntamos si el defecto de activación de ATR en nuestro sistema 
podría deberse a problemas relacionados con el posicionamiento del complejo 9-1-1. Usando 
el modelo de pérdida de función en células HeLa anteriormente descrito (figura 25), células 
sin o con inducción por Doxiciclina (células control y mutantes respectivamente) fueron 
expuestas a un tratamiento con 4 mM HU para detectar la carga de Rad9 mediante 
inmunofluorescencia. Al igual que lo reportado para la proteína RPA, la detección de Rad9 
unido a cromatina implica un paso de pre-extracción celular que permite eliminar toda la 
proteína soluble no relacionada con el proceso replicativo. Así pues, al analizar los focos de 
Rad9 en células EdU positivas, se observó un defecto de su localización en el caso de las 
células mutantes (figura 33A, izquierda). Como se puede ver en el gráfico de distribución de 
frecuencias (figura 33A, derecha), las células mutantes presentan un menor número de puntos 
por célula que las células control. Para comprobar si la falta de detección de Rad9 en 
cromatina tras el tratamiento de HU se debiera a un efecto desconocido de RING1B sobre la 
estabilidad de esta proteína, se realizó una tinción sin extracción previa (figura 34). Con esta 
tinción se observó un nivel similar de proteína total en ambas condiciones, apuntando por 
tanto a un defecto real de unión a cromatina de Rad9 en ausencia de RING1B.  
Para poder determinar si la aparición de roturas era consecuencia de este fallo de 
activación de ATR, estudiamos de nuevo el mutante ΔE3 de RING1B, que como he indicado 
antes (figura 13B) presenta estrés replicativo (RPA+) sin roturas en el DNA (53BP1-). Para 
analizar la magnitud de la carga de Rad9, transdujimos MEFs con retrovirus portadores de la 
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versión silvestre y ∆E3 de RING1B, además de un retrovirus vacío a modo de control. Una 
vez seleccionadas las células, y 48 horas después de la inducción con Dox, se siguió el 
procedimiento experimental de la figura 33A. Al analizar los focos de Rad9 por célula, 
observamos que en las células transducidas con el retrovirus control aparece un número 
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Figura 33. Reclutamiento ineficiente de Rad9 en ausencia de proteínas RING1. (A) Imágenes representativas de 
células HeLa control (-Dox) y mutante (+Dox) tras el tratamiento con HU. Gráfico de distribución de frecuencia de puntos 
por célula replicativa mostrando una drástica disminución de los mismos en células mutantes (+Dox). (B) La estabilidad 
de Rad9 no se ve afectada por la ausencia de proteínas RING1. La proteína roja fluorescente RFP se expresa de forma 
inducible por Dox, a modo de gen reportero del plásmido de expresión del shRNA. (C) Diagrama de cajas mostrando los 
puntos por célula en cultivos control (-Dox) y deficiente en proteínas RING1 (+Dox) en comparación con con cultivos 
transducidos con las versiones silvestre (mutante +RING1B) y sin actividad E3 ligasa (Mutante +ΔE3) que refleja un 
rescate en el reclutamiento de Rad9 aun en ausencia de actividad E3 ligasa. Los datos representan valores de al menos 100 
células replicativas de dos experimentos independientes. ***, p ≤ 0.001; ns, no significativo. Escala 10 µm
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significativamente menor que en las células que expresan la versión silvestre de RING1B, 
situación análoga a la reportada con las células sin transducir sin o con doxiciclina (figura 
33B). Sin embargo, al cuantificar la carga de Rad9 en las células ∆E3 se recupera un nivel 
similar al detectado en las células que expresan la versión silvestre de RING1B (figura 33B), 
indicando una independencia de la actividad E3 ligasa de RING1B en el reclutamiento de 
Rad9. 
La proteína RFC5, es una subunidad común del complejo cargador de la abrazadera de 
la polimerasa replicativa (PCNA) y de la de estrés (9-1-1), por lo que para obtener evidencia 
adicional del fallo de carga de Rad9, realizamos un ensayo de ligación de proximidad entre 
estas dos proteínas. Para la realización del PLA, células HeLa control y mutantes (-Dox y 
+Dox respectivamente) fueron tratadas durante una hora con 4 mM HU. Al analizar los focos 
de interacción, observamos que en las células control existía mayor porcentaje de células 
positivas para focos de PLA que en las células mutantes (figura 34A, izquierda). Asimismo, 
como se muestra en el diagrama de dispersión de puntos (figura 34A, derecha), el número de 
focos detectados por célula positiva, también era significativamente menor en células 



















































Figura 34. La proximidad de Rad9 a RFC5 en presencia de estrés replicativo se ve afectada en células deficientes 
en RING1A y RING1B. (A) Izquierda: cuantificación de células replicativas PLA positivas en células tratadas con HU en 
condiciones control (-Dox) y mutantes para RING1A y RING1B (+Dox); derecha: distribución de puntos por célula 
positiva en condiciones control y mutante. Al menos 100 células replicativas fueron cuantificadas en cada experimento 
(n=2). (B) imágenes representativas de los focos de interacción de RFC5-Rad9 en condiciones control (-Dox) y mutantes 
(+Dox). *, p < 0.05; **, p < 0.01. Escala 10 µm
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Con los datos anteriormente expuestos podemos concluir que RING1B, 
independientemente de su actividad E3 ubiquitín ligasa, es necesario para el reclutamiento de 
Rad9, lo que sería consistente con una activación de ATR por debajo de niveles necesarios 
para una estabilización y reinicio adecuados de horquillas detenidas. 
4.3 RING1B en la proximidad del replisoma 
Con el fin de caracterizar la implicación de RING1B en la activación de ATR 
estudiamos una posible interacción con componentes de la maquinaria de replicación. 
Estudios previos reportaron la existencia de interacción entre RING1B y PCNA (Petruk et al. 
2012; Piunti et al. 2014). Sin embargo, al tratarse de células sincitiales y transformadas 
respectivamente podría tratarse de una circunstancia particular. Mediante ensayos de PLA en 
células sin inducción de estrés replicativo, detectamos una interacción directa de RING1B y 
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Figura 35. RING1B interacciona con componentes del replisoma. Ensayos de ligación por proximidad (PLAs) en 
células HeLa usando las parejas de anticuerpos específicos para las proteínas RING1B y RFC5 (A) o RING1B y PCNA 
(B). (A) y (B) arriba: imágenes de células replicativas (EdU+) y no replicativas (EdU-) mostrando señales representativas 
de interacción por PLA para cada una de las parejas de anticuerpos indicadas. (A) y (B) abajo: análisis de la distribución 
de puntos por célula. Al menos 150 células fueron analizadas por condición en cada experimento (n=2). ***, p < 0.001. 
Escala 10 µm
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PCNA tanto en MEFs como en células HeLa. Aunque aparecen focos de interacción en 
células replicativas (EdU+) y no replicativas (EdU-), el número de ellos es significativamente 
mayor en aquellas células que se encuentran replicando (figura 35A). Apoyando la 
participación de RING1B en el replisoma, al realizar el ensayo de PLA entre RING1B y 
RFC5, subunidad del cargador de la abrazadera de la polimerasa, obtuvimos de nuevo 
evidencia de proximidad entre ellos (figura 35B). De forma semejante a lo reportado para 
PCNA, aparecen significativamente más focos de interacción en células replicativas (figura 
35B). Al someter a las células a un tratamiento de una hora de 4 mM HU, observamos una 
pérdida de la interacción observada con PCNA mientras que la de RFC5, permanece 
significativamente mayor al control negativo del experimento (figura 36). La pérdida de 
interacción con PCNA podría deberse al cambio de abrazadera como consecuencia de la 
activación del punto de control de fase S, por el cual PCNA se intercambia por el complejo 
9-1-1 . Sin embargo, al realizar un ensayo de PLA con RING1B y Rad9, no se observó un 
número de focos mayor que en el control negativo incluido en el experimento (figura 36). 
Estos datos aportan evidencia de la presencia de RING1B en el replisoma tanto en un proceso 
replicativo normal como en caso de la existencia de estrés replicativo.  
!94





















Figura 36. Interacción de RING1B con el con RFC5 en condiciones de estrés replicativo. (A) Diagrama de 
dispersión de puntos que muestra el número de focos resultantes del ensayo de PLA analizando la interacción de RING1B 
con RFC5, PCNA o Rad9 comparado con un control negativo de PLA (sólo anticuerpo contra RING1B). Las células 
fueron tratadas con HU durante una hora antes del experimento. (B) Imágenes representativas de los PLAs resultantes de 











En este trabajo describo una implicación de las proteínas RING1A y RING1B en el 
proceso de replicación de DNA, al margen de su papel ampliamente estudiado en regulación 
transcripcional. He utilizado un modelo de estudio que permite investigar replicación sin 
estrés inducido, lo que, en mi opinión, distingue estos estudios de otros (Piunti et al. 2014), 
limitados y realizados en condiciones de estrés replicativo debido a la transformación 
oncogénica (Bartkova et al. 2006; Di Micco et al. 2006). Por otro lado, las nuevas funciones 
propuestas para las proteínas RING1 difieren de las previamente descritas en condiciones de 
roturas inducidas de DNA (Vissers, van Lohuizen, and Citterio 2012; Ismail et al. 2010; Pan 
et al. 2011; Ginjala et al. 2011). Así,he descubierto una dependencia de la ubiquitinación de 
H2A mediada por proteínas RING1 en la replicación de heterocromatina pericentromérica. 
Además, en este trabajo se describe una implicación de las proteínas RING1 en las rutas de 
tolerancia al estrés replicativo desconocida hasta ahora a través de funciones de RING1B 
tanto dependientes como independientes de su actividad E3 ligasa en los procesos de 
señalización y respuesta al estrés replicativo. 
Los resultados, pues, extienden la función de las proteínas del grupo Polycomb más allá 
de su canónica función de represión transcripcional.  
1. PARTICIPACIÓN DE LAS PROTEÍNAS RING1 EN EL 
ESTRÉS REPLICATIVO 
1.1 Señalización del daño a DNA mediada por ATR 
Además de un posible daño en el DNA en condiciones fisiológicas (debido, por ejemplo 
a productos metabólicos), existen en el DNA barreras naturales que interfieren con su 
replicación provocando una parada en las horquillas. Estos obstáculos pueden ser proteínas 
de unión a DNA formando barreras proteicas, heterocromatina, o genes transcritos (Branzei 
and Foiani 2010). Esta parada puede ser transitoria o convertirse en persistente provocando la 
rotura de la horquilla de replicación (Bartek et al. 2004). En general, la parada de la horquilla 
provoca el desacoplamiento de la helicasa y la polimerasa replicativa, dando lugar a 
segmentos de DNA de cadena sencilla a los que se une la proteína RPA, actuando como 
plataforma de reclutamiento de otras proteínas, incluyendo ATR (Zou and Elledge 2003). 
Inmediatamente se inician modificaciones de las proteínas allí localizadas, empezando por la 
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fosforilación de sustratos como RPA (S33) o 𝛾H2AX, lo que induce la parada del ciclo 
celular permitiendo la estabilización y posterior reinicio de la horquilla (Vassin et al. 2009). 
Un primer intento para restaurar normalidad replicativa consiste en la estabilización del 
replisoma y re-inicio del proceso de elongación replicativa. De no ser efectivo, la célula inicia 
otra vía de rescate, mediada por recombinación homóloga, utilizando como molde las roturas 
reguladas por nucleasas específicas (Petermann et al. 2010, Hanada et al. 2007, Segurado and 
Diffley 2008).  
El análisis de células deficientes en proteínas RING1 muestra que las señales tempranas 
de respuesta a estrés replicativo y de formación roturas de DNA son más frecuentes que en 
células control. En ausencia de proteínas RING1, observamos un incremento en las células 
que presentan estrés replicativo manifestado como un aumento de RPA en zonas en las que 
además colocaliza con marcadores de daño a DNA. Al someter a las células a estrés 
replicativo exógeno mediante hidroxiurea, la fosforilación de RPA mediada por ATR, 
RPAS33, aparece disminuida en condiciones mutantes. De la misma manera, en estas células 
deficientes en proteínas RING1, observamos una reducción del patrón pan-nuclear que 
adquiere 𝛾H2AX en respuesta a estrés replicativo de forma dependiente de ATR (Ward and 
Chen 2001, Liu et al. 2012). Además, en las células deficientes en RING1 observamos una 
tendencia a una reducción en la distancia entre orígenes indicando un mayor disparo de los 
mismos que en condiciones control. Este hecho podría estar de nuevo relacionado con un 
defecto de señalización, dado que ATR regula el disparo de orígenes de reserva (Woodward et 
al. 2006; Ge, Jackson, and Blow 2007; McIntosh and Blow 2012) impidiendo su activación y 
favoreciendo el reinicio de las horquillas paradas (Chen et al. 2015). Por tanto, basándonos en 
nuestras observaciones, en ausencia de proteínas RING1, se produce un aumento del estrés 
replicativo que, sin embargo, no induce una correcta activación de la señalización y respuesta 
al mismo por parte de la kinasa ATR. 
¿Como podría RING1B participar en la activación de ATR? La activación de esta 
kinasa requiere de la proteína TopBP1, que es reclutada a cromatina a través de Rad9 (Lee, 
Kumagai, and Dunphy 2007; Delacroix et al. 2007). Esta proteína forma parte del complejo 
9-1-1, estructuralmente relacionado con PCNA, que participa en la respuesta de daño a DNA 
(Eichinger and Jentsch 2011). En este trabajo, se reporta un defecto en el reclutamiento de 
Rad9 a cromatina en ausencia de proteínas RING1, lo que podría suponer la ausencia de 
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TopBP1 y por tanto, de activación de ATR (Lee, Kumagai, and Dunphy 2007; Delacroix et al. 
2007). Un estudio reciente demuestra que los reclutamientos de TopBP1 y Rad9 a cromatina 
son independientes y que una vez reclutados, interaccionan entre ellos creando un bucle de 
refuerzo positivo, incrementando así la cantidad de TopBP1 en la zona dañada e induciendo 
la activación de ATR (Ohashi et al. 2014). Sin embargo, en este mismo estudio, especulan 
con la posibilidad de que, aunque el reclutamiento de uno y otro sea independiente, 
probablemente en ausencia de Rad9 el TopBP1 acumulado no sea suficiente para una 
activación completa de ATR. Aunque no detectamos interacción directa entre RING1B y 
Rad9, RING1B si parece interaccionar con componentes del replisoma tanto en condiciones 
basales como de estrés replicativo. De hecho, en ausencia de RING1B observamos una 
disminución en la interacción de Rad9 con RFC5, subunidad del cargador del complejo 
9-1-1. Así, se podría sugerir una función de RING1B como “plataforma molecular” 
facilitando la interacción entre Rad9 y RFC5, del mismo modo que Rad9 media la interacción 
de TopBP1 y ATR induciendo su activación (J. Lee, Kumagai, and Dunphy 2007). 
El descubrimiento de la implicación de RING1B en la activación de ATR expande el 
conocimiento sobre la participación de las proteínas PcG en respuesta de daño a DNA. 
Estudios previos en células sometidas a radiaciones ionizantes y otros agentes inductores de 
DSB, mostraron que proteínas Polycomb, incluidas RING1A y RING1B junto con su 
cofactor BMI1, eran reclutados a sitios de daño a DNA actuando en reparación/señalización 
(Vissers, van Lohuizen, and Citterio 2012). Además, reportaron una necesidad de 
ubiquitinación de H2AK119 para su posterior fosforilación en respuesta a daño (Ismail et al. 
2010; Pan et al. 2011; Ginjala et al. 2011). Sin embargo, en este trabajo identificamos la 
aparición de un mayor porcentaje de células que presentan roturas 𝛾H2AX/53BP1 en células 
deficientes en RING1B y, por tanto, de ubiquitinación de H2AK119. La aparente 
contradicción puede radicar en la metodología aplicada en cada caso: la irradiación de células 
induce daño independientemente del momento del ciclo mientras que en nuestro trabajo las 
roturas observadas se generan espontáneamente en células replicativas como consecuencia de 
la aparición de un estrés previo. Estas diferencias de metodología implican mecanismos de 
señalización y reparación diferentes (Smith, Tho, and Xu 2010; Abraham 2001), teniendo en 
cuenta que la kinasa responsable de la señalización de DSB es ATM, mientras que la que se 
activa mayoritariamente en condiciones de estrés replicativo es ATR (Ward and Chen 2001). 
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1.2 Estabilización y reinicio de horquillas de replicación paradas 
La anemia de Fanconi (FA, Fanconi Anemia) es un síndrome de inestabilidad genómica 
caracterizado por fallo medular, hipersensibilidad a agentes inductores de daño a DNA y a 
alto riesgo de cáncer. (D’Andrea and Grompe 2003; Moldovan and D’Andrea 2009). Está 
causado por mutaciones en al menos 13 genes distintos, cuyos productos actúan 
conjuntamente en una ruta de reparación de puentes intercatenarios en el DNA. Según esta 
ruta de reparación canónica de FA, el complejo central, formado por las proteínas FANCA, 
FANCB, FANCC, FANCE, FANCF, FANCG, FANCL y FANCM, es reclutado a la región 
dañada a través de la subunidad FANCM (Ciccia et al. 2007). Este complejo central tiene 
actividad E3 ligasa gracias a la subunidad FANCL que contiene un dominio RING, e induce 
la ubiquitinación del complejo formado por FANCD2-FANCI y su reclutamiento al daño 
(Wang 2007), donde actúa como plataforma de nucleasas que eliminan el ICL (Crossan and 
Patel 2012).  
Sin embargo, recientemente, el ámbito funcional de FANCD2 ha sido ampliado 
mediante su implicación en estabilización de horquillas replicativas, de forma independiente 
del resto de proteínas FA (Raghunandan et al. 2015, Chen et al. 2015). Las horquillas 
replicativas sometidas a parada, retienen la capacidad de reinicio gracias a un mecanismo de 
protección mediado por RAD51, proteína implicada en la reparación del DNA por 
recombinación homóloga. Ante una horquilla bloqueada, RAD51 formaría un filamento de 
protección sobre los segmentos de DNA de cadena sencilla generados, previniendo así su 
corte y degradación por la nucleasa MRE11 (Petermann et al. 2010; Somyajit et al. 2015). La 
estabilización de este filamento de protección estaría mediada por las proteínas FANCD2 y 
BRCA2. Aunque la jerarquía entre estas proteínas aun está por definir, parece claro que 
actúan de forma epistática, de forma que tanto FANCD2 (Petermann et al. 2010) como 
BRCA2 (Schlacher, Wu, and Jasin 2012) estabilizarían el filamento de protección de RAD51. 
Sin embargo en ausencia de FANCD2, las proteínas BRCA2 y RAD51 no serían suficientes 
para proteger el DNA descubierto frente a nucleasas (Schlacher, Wu, and Jasin 2012). En este 
contexto, el incremento de roturas en células deficientes en proteínas RING1, estaría teniendo 
que ver con un mal funcionamiento de esta vía de estabilización de horquillas: RING1B 
podría facilitar el reclutamiento de FANCD2 a través de una interacción directa entre ellos, 
promoviendo así la estabilización del filamento de protección de RAD51 a través de BRCA2 
!100
Discusión
y FANCD2. Sin embargo, en ausencia de RING1B, RAD51 no protegería el DNA de cadena 
sencilla, induciéndose su rotura. Además, según los datos obtenidos a través de la 
complementación celular con mutantes de RING1B, su participación en estabilización de 
horquillas a través de la unión a FANCD2 parece ser, como en el caso de la activación de 
ATR, independiente de su actividad E3 ligasa.  
Aunque se sabe que las vías de respuesta a daño dependientes tanto de ATR como de 
FANCD2 participan en estabilización de horquilla y re-iniciación de replicación (Vassin et al. 
2009; Murphy et al. 2014; Schlacher, Wu, and Jasin 2012; Yeo et al. 2014) su posible 
interrelación no es conocida. Existen estudios que relacionan la inhibición del disparo de 
orígenes de replicación en condiciones de estrés estaría mediado por una función de 
FANCD2 independiente de su canónica función en ICL y por tanto independiente de 
ubiquitinación (Chen et al. 2015). Esta función estaría mediada a través de una interacción de 
FANCD2 con la helicasa MCM de forma dependiente de ATR (Lossaint et al. 2013). En línea 
con esto, en condiciones de estrés replicativo, RING1B aparece unido mayoritariamente a la 
forma no ubiquitinada de FANCD2 apuntando de nuevo a una función de ambas proteínas en 
respuesta a estrés replicativo.  
A la vista de los datos expuestos parece clara la afectación de las rutas de señalización y 
reparación del estrés replicativo en ausencia de proteínas RING1, aunque la contribución de 
este defecto al fallo del cultivo no está resulta. Esto es debido a la rápida upregulación del 
regulador de ciclo CDKN1a/p21, cuyo efecto abarca la gran mayoría de las células del 
cultivo, dificultando la evaluación del efecto en tolerancia al estrés. Para esclarecerlo, habría 
que eliminar los efectos de inhibición de entrada en fase S. Sin embargo, la eliminación de 
CDKN1a/p21 incrementa la inestabilidad genómica (Kreis, Louwen, and Yuan 2014) 
haciendo difícil separar el fenotipo debido a la deficiencia de RING1B o de CDKN1a/p21. La 
solución podría radicar en la existencia de un mutante de RING1B que permitiera separar los 
efectos de parada de ciclo celular y respuesta al estrés replicativo. Sin embargo a día de hoy, 





2. PROTEÍNAS RING1 Y REPLICACIÓN  
La replicación del DNA, al igual que la transcripción, ocurre en el contexto de la 
cromatina, donde el DNA se encuentra acomplejado a nucleosomas formados por dos copias 
de las cuatro histonas centrales: H2A, H2B, H3 y H4. Por tanto, la transcripción, así como la 
replicación y la aparición de estrés replicativo, se encuentran determinados por la integridad 
estructural de la cromatina.  
2.1 Influencia del estado de la cromatina pre-existente. 
Las zonas heterocromáticas son regiones de baja accesibilidad en el genoma y forman 
parte de las llamadas barreras naturales de la replicación. Quizá, en el caso de las regiones 
centroméricas y pericentroméricas es debido a su naturaleza altamente repetitiva, lo que las 
hace propensas a la formación de estructuras secundarias dificultando el paso de la horquilla 
de replicación (Branzei and Foiani 2010). Además, en regiones heterocromáticas, ricas en 
marcas de cromatina silenciada, existe una dependencia entre las marcas existentes y la 
aparición de estrés replicativo. En el caso de la trimetilación de H3K9, característica de 
regiones pericentroméricas (Guenatri et al. 2004), ha sido observado que la pérdida de 
JMJD2A, demetilasa de H3K9, provoca un incremento del estrés replicativo y un retraso en 
la replicación (Black et al. 2010). De la misma manera los defectos observados por la falta de 
JMJD2A quedan suprimidos cuando se sobreexpresa la metiltransferasa de H3K9, Suv39H, o 
la proteína de heterocromatina 1 (HP1𝛾) (Black et al. 2010). De forma análoga a la necesidad 
de H3K9me3, en este trabajo se ha descrito un aumento de estrés replicativo como 
consecuencia de la falta de ubiquitinación de H2A mediada por RING1B. Hemos observado 
que la falta de H2AK119Ub, provoca un retraso de la replicación en regiones 
pericentroméricas, asociado a un aumento de la aparición de DNA de cadena sencilla. 
Además, el hecho de que los defectos sean restaurados tras la deposición específica de 
H2AK119Ub en las regiones pericentroméricas, nos permite incluir la ubiquitinación de H2A 
mediada por RING1B, como una marca de cromatina necesaria para el mantenimiento de un 
nivel basal de estrés replicativo. De hecho, la marca de histonas H3K27me3 dependiente de 
PRC2, ha sido relacionada también con un aumento del estrés replicativo en Tetrahymena (S. 
Gao et al. 2013), aunque su función en células de mamífero no está identificada.  
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2.2 Reorganización de cromatina 
Durante la replicación del DNA, los nucleosomas parentales son desensamblados por 
delante de la horquilla de replicación (Groth 2009), para reensamblarse tras su paso en las 
hebras hijas usando histonas parentales y de nueva síntesis (Groth et al. 2007, Annunziato 
2005). Defectos en el reensamblaje de la cromatina durante la replicación del DNA puede 
conllevar defectos en la transmisión de la información epigenética y alterar la dinámica de la 
replicación (Groth et al. 2015).  
Existen multitud de factores implicados en modificaciones de cromatina que participan 
en el reensamblaje y maduración de la cromatina. Entre estos factores se encuentra INO80, la 
subunidad ATP-asa común a la familia de remodeladores de cromatina SWI/SNF. Su 
mutación provoca incremento de estrés replicativo y roturas en el DNA. Además se ha visto 
que en su reclutamiento está implicada la ubiquitinación de H2AK119 mediada por RING1B 
(Lee et al. 2014). Sin embargo, el efecto que produce la ausencia de INO80 provoca un 
retraso general del proceso replicativo, a diferencia de la falta de RING1 que como hemos 
descrito en este trabajo, el defecto parece concentrado únicamente en zonas heterocromáticas. 
Esta restricción del efecto podría indicar un requerimiento específico de estas zonas frente a 
las regiones eucromáticas, en relación con su naturaleza de barrera replicativa. La presencia 
de RING1A y RING1B ha sido de hecho confirmada tanto en cromatina naciente como 
madura (Lee et al. 2014; Piunti et al. 2014; Alabert and Groth, 2012) junto con otras proteínas 
PcG y remodeladores de cromatina. 
El hecho de que el defecto replicativo esté asociado mayoritariamente a zonas 
heterocromáticas podría estar relacionado también con lo reportado recientemente sobre el 
modo en que se incorpora H2A en la replicación (Boyarchuk et al. 2014). En este estudio se 
demuestra que, mientras la incorporación de nueva H2A en eucromatina se produce a lo largo 
de todo el ciclo celular, la incorporación en PHC es estrictamente dependiente de replicación 
(Boyarchuk et al. 2014). Por tanto, la ubiquitinación de H2AK119 podría ser un requisito 
previo para su incorporación como marca pre-deposición. Tal es el caso, por ejemplo, de lo 
que ocurre con la modificación H3K9me3 (Loyola et al. 2009) que debe incorporarse como 
H3K9me2 para su posterior trimetilación. En el caso de H2B, su ubiquitinación ha sido 
relacionada con estabilización y reensamblaje de nucleosomas tras la replicación, afectando 
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por tanto la velocidad del proceso (Trujillo and Osley 2012; Lin et al. 2014). Aunque estos 
datos provienen de estudios en levaduras, la eliminación de la E3 ubiquitín ligasa de H2B en 
mamíferos, RNF20/40 resulta en la aparición de estrés replicativo y roturas en el DNA 
(Chernikova et al. 2012), de forma similar a lo que muestran los datos aportados en este 
trabajo en ausencia de las E3 ligasas de H2A, RING1A y RING1B. 
La replicación y la transcripción tienen como sustrato el DNA, por lo que ambas rutas 
pueden interferir entre si (Helmrich et al. 2013). Por tanto, el estrés replicativo observado 
podría deberse a un aumento de la transcripción de las secuencias satélites debido a la falta de 
represión mediada por H2AK119Ub, causando interferencias entre las maquinarias de 
replicación y transcripción (Helmrich et al. 2013). De hecho, en células deficientes en la E3 
ligasa BRCA1 (Zhu et al. 2011) se ha visto upregulación de satélites asociado a pérdida de 
ubiquitinación de H2A. Sin embargo, estudios recientes demostraron que los sustratos de 
BRCA1 son las lisinas 127 y 129 de H2A, no la lisina 119 como es el caso de RING1B 
(Kalb, Mallery, et al. 2014). Por otro lado, no se observa upregulación de satélites en células 
deficientes únicamente en RING1B (Zhu et al. 2011) lo que sería consistente con una 
represión de satélites mediada mayoritariamente a través de mecanismos de metilación de 
H3K9 y del DNA (Sharif et al. 2007; Bulut-Karslioglu et al. 2012). Además, la desrepresión 
de satélites no lleva asociada un defecto de proliferación ni de incremento de la respuesta de 
daño a DNA (Bulut-Karslioglu et al. 2012), por lo que podemos descartar la interferencia 
replicación-transcripción como fuente del estrés replicativo en PHC en células deficientes en 
las proteínas RING1. 
3. INESTABILIDAD GENÓMICA, TRANSFORMACIÓN 
CELULAR Y RING1B 
El estrés replicativo puede inducir la aparición de puentes anafásicos, provocando 
errores en la segregación cromosómica e inestabilidad genómica como consecuencia de la 
división celular (Wilhelm et al. 2014, Naim and Rosselli 2009). En este estudio hemos 
descrito un defecto mitótico en células deficientes en proteínas RING1, por el cual aparece un 
elevado porcentaje de puentes nucleoplásmicos en anafase acompañado de un aumento del 
número de micronúcleos por célula. Este tipo de aberraciones mitóticas están relacionadas 
con la segregación a polos opuestos de cromosomas dicéntricos durante la mitosis. Así, al 
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finalizar la telofase, los nuevos núcleos y el puente de DNA entre ellos queda rodeado de 
membrana. Al terminar la citocinesis el puente nucleoplásmico se rompería originando los 
micronúcleos (Savage 1988; Fenech et al. 2011; Thomas and Fenech 2011). Ha sido descrito, 
que uno de los orígenes posibles de los cromosomas dicéntricos sería la falta de proteínas de 
recombinación homóloga, como RAD51 (Lahkim Bennani-Belhaj et al. 2010; Laulier, 
Cheng, and Stark 2011; Rodrigue et al. 2013). Esto favorecería la reparación de la rotura 
formada la unión de extremos no homólogos, (NHEJ, non homologous end joining) método 
de reparación propenso a errores, dando origen a cromosomas dicéntricos cuya división en 
mitosis generaría los puentes nucleoplásmicos (Adamo et al. 2010). 
Este tipo de estructuras anafásicas ha sido visto en células deficientes en FANCD2. De 
hecho, el mecanismo de reinicio de horquillas dependiente de FANCD2 parece pasar por un 
proceso de recombinación homóloga ya que existen evidencias que implican a FANCD2 en 
coordinar proteínas claves de esta ruta de reparación mediando la protección de las horquillas 
y permitiendo su correcto reinicio posterior: además del ya citado caso de la proteína RAD51 
(Schlacher, Wu, and Jasin 2012), la proteína CtIP, aun teniendo funciones dependientes e 
independientes de FANCD2, su reclutamiento a horquillas paradas es estrictamente 
dependiente de FANCD2 (Yeo et al. 2014). De hecho, la supresión de la vía de NHEJ en 
mutantes de FANCD2 elimina los defectos mitóticos presentes en estas células, lo que es 
consistente con la idea de la existencia de reordenamientos cromosómicos mediante NHEJ 
(Adamo et al. 2010). Poniendo en este contexto nuestras observaciones, la aparición de las 
aberraciones mitóticas en células deficientes en RING1A y RING1B podría deberse a un 
defecto de recombinación homóloga debido a un reclutamiento ineficiente de FANCD2. De 
esta manera, las lesiones no serían reparadas por recombinación homóloga, sino mediante 
NHEJ generando estructuras cromosomales aberrantes, cuya división en mitosis daría lugar a 
puentes nucleoplásmicos observados en células deficientes en proteínas RING1. 
El fallo de segregación durante la mitosis puede provocar roturas cromosómicas, dando 
lugar a ciclos de rotura/fusión frecuentemente encontrados en células cancerígenas 
(Gisselsson et al. 2000). Las células tumorales están expuestas de modo continuo a estrés 
replicativo mediado por oncogenes. En el caso de la activación del proto-oncogén MYC, 
resulta en una fase inicial de hiperproliferación acompañada de una replicación y disparo de 
orígenes excesivos (Di Micco et al. 2006, Bartkova et al. 2006). Cuando el estrés replicativo 
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está acoplado a un fallo en las rutas de control, resulta en un escape de la senescencia 
inducida por oncogenes. Asímismo, el prolongado estrés replicativo provoca la inestabilidad 
genómica de los genomas tumorales (Zheng et al. 2012) por lo que al mismo tiempo son 
necesarias mutaciones compensatorias para evitar la entrada de las células en catástrofe 
mitótica (Jackson, Bartek 2006). La participación de RING1B en las rutas de reparación y 
tolerancia al estrés replicativo podría entonces tener que ver con su sobreexpresión en 
tumores (Sanchez-Beato et al 2004 y 2006, Dukers et al. 2004, van Leenders et al. 2007). Así, 
tumores que sobreexpresan RING1B podrían tener aumentadas las rutas de estabilización de 
horquillas replicativas a través del reclutamiento de proteínas específicas de la vía como 
FANCD2, contribuyendo a la robustez de las células tumorales. Se han descrito casos 
similares, como el de sobreexpresión de RAD51 en distintos tipos de tumores (Raderschall, 
Stout, et al. 2002; Brown and Holt 2009), donde podría actuar formando un filamento de 
estabilización más estable (Raderschall, Bazarov, et al. 2002) aún en ausencia de FacnD2 
(Schlacher Wu and Jasin 2012).  
Sin embargo, en caso de ausencia de RING1B, el aumento continuo de disparo de 
orígenes en las regiones heterocromáticas podría estar sometiendo a las células a un estrés 
replicativo crónico debido a la falta de ubiquitinación en heterocromatina. Este hecho, 
sumado a un defecto de la respuesta de daño a DNA, exacerbaría la inestabilidad genómica 
causada por el estrés replicativo (Aguilera and García-Muse 2013, Moldovan and D’Andrea 
2009) predisponiendo a las células a la adquisición de una segunda mutación compensatoria 













1. La ausencia de proteínas RING1 produce un drástico arresto proliferativo como 
consecuencia de una upregulación de CDKN1a/p21 en fibroblastos embrionarios de ratón 
2. RING1 contribuye al proceso replicativo a través de funciones tanto 
dependientes como independientes de su actividad E3 ligasa. 
3. La falta de RING1 provoca un retraso durante la la replicación de 
heterocromatina aumentando el estrés replicativo en estas zonas, de forma 
dependiente de su actividad E3 ligasa. 
4. Existe una ineficiente respuesta al daño por estrés replicativo mediado por la 
kinasa ATR en ausencia de proteínas RING1 
5. En ausencia de RING1 se observa un comportamiento anómalo de la ruta de 
estabilización de horquillas mediada por FANCD2-BRCA2-RAD51. 
6. RING1B interacciona tanto con componentes del replisoma como la proteína 
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